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Sur les sols pauvres en nutriments, les plantes de la famille des légumineuses (soja, luzerne, 
trèfle, haricot, etc.) peuvent survivre grâce à la symbiose fixatrice d’azote, qu’elles 
établissent avec des bactéries de la famille des Rhizobiaceae. Un dialogue moléculaire 
contrôle la mise en place de cette symbiose. En plus des processus permettant l’infection de 
la plante par son symbiote, il existe différentes voies de régulation négative, dont le contrôle 
de la prolifération bactérienne. Lors de cette thèse, nous avons caractérisé un signal issu de 
la plante Medicago sativa (hôte de Sinorhizobium meliloti) qui permet de contenir cette 
infection. Plus précisément, nous avons déterminé qu’il s’agissait d’une protéine, sensible à 
la température, très minoritaire dans un extrait aqueux de feuilles. Sa masse moléculaire est 
comprise entre 20 et 95 kDa, et son Pi est supérieur à 9. Ces caractéristiques permettront de 
déterminer sa structure après plusieurs étapes de purification. Nous avons également étudié 
l’effet secondaire de ce signal inducteur génique sur la production et la structure des 
exopolysaccharides (EPS) de S. meliloti. Nous avons constaté que la production d’EPS 
augmentait lorsque le signal était perçu par la bactérie, sans modification significative de leur 
structure. Toutefois, les EPS sont des composés connus pour être impliqués dans la mise en 
place de la symbiose. Si leur rôle symbiotique est bien connu, leur relation structure/activité 
reste floue. Nous avons donc étudié ces relations à partir des EPS produits par Rhizobium 
sullae, qui interagit symbiotiquement avec la légumineuse Hedysarum coronarium (sainfoin). 
Ce couple symbiotique a été choisi, car il présente un fort intérêt agronomique. En effet, le 
sainfoin colonise les zones arides et semi-désertiques du pourtour méditerranéen. Nous 
avons effectué la caractérisation structurale complète (GC-MS, ESI-MS, MS/MS, RMN 1D et 
2D) de l’unité répétitive des EPS de R. sullae, ce qui a permis de constater qu’ils étaient 
composés d’environ 30% de fucose. Ce monosaccharide est très rarement présent dans les 
EPS de bactéries fixatrices d’azote. Dans le cadre de l’étude des relations structure/activité, 
nous avons déterminé qu’un tel taux de fucose améliore la mise en place de la symbiose. 
Nous avons également étudié le rôle des EPS de R. sullae dans la résistance à la 
sècheresse. Nous avons ainsi observé que les EPS de forte masse molaire (particulièrement 
visqueux) augmentent la résistance à la sècheresse, mais que la présence de fucose n’avait 






In fields, when the ground is starved in nitrate and ammonium, a plant family is still able to 
grow, and are known as leguminous. For this performance, the plant enters in symbiosis with 
a family of bacteria, the Rhizobiaceae, and establishes this way the nitrogen fixing symbiosis. 
A molecular dialogue controls the implementation of this symbiosis. Many processes occur 
allowing the infection of the roots by the symbiont. Other pathways also exist that repressing 
this infection, particularly the bacterial proliferation. In this work, we characterized a signal 
produced by the plant Medicago sativa (host of Sinorhizobium meliloti) which is involved in 
such negative regulation. More precisely, we determined that this molecule is a protein, 
sensitive to temperature, at low concentration in an aqueous extract of shoots. Its molecular 
weight is between 20 and 95 kDa, and its Pi is higher than 9. The so determined 
characteristics will allow elucidating its structure after several purification steps. We have 
also studied a secondary effect of this signal perception, on the production and the structure 
of the S. meliloti’s exopolysaccharides (EPS). We observed an increased production of them, 
when the bacteria perceive the signal, even if no significant modifications of their structure 
could be detected. Actually, EPSs are known to be involved in the establishment of the 
symbiosis. If their symbiotic role is well documented, it is not the case for their 
structure/activity relationship. For this purpose, we studied such relationships on the EPSs 
produced by Rhizobium sullae, the wild type symbiont of Hedysarum coronarium 
(sweetvetch). This symbiotic pair has been chosen, because it is of ecological relevance. 
Actually, the sweetvetch colonize arid and semi-desert areas around the Mediterranean Sea. 
We conducted a complete structural characterization (GC-MS, ESI-MS, MS/MS, 1D and 2D 
NMR) of the R. sullae’s EPSs repeating unit. We determined that they are composed in 
mean of 30% of fucose. This monosaccharide is very uncommon in the bacterial and 
rhizobial EPS. Moreover, we demonstrated that this fucose ratio improves the symbiosis 
implementation. We also studied the role of these EPSs in the bacterial resistance to 
drought. This way, we observed that the high molecular weight EPSs (very viscous) increase 
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AC, adénylate cyclase 
AMPc, adénosine monophosphate cyclique 
ANR, allocation nationale de recherche 
ATP, adenosine triphosphate 
CE (Crude Extract) utilisé dans certaines figures du Chapitre 1 pour désigner les extraits de 
matériel biologique 
CE, électrophorèse capillaire 
Cn:x, n représente le nombre de carbone de la chaine carbonée de l’acide gras x représente 
le nombre d’insaturation 
COSY, spectroscopie RMN de corrélation entre atomes  
CPS, polysaccharide capsulaire 
dHex, désoxyhexose 
DNase, désoxyribonucléase 
DO, densité optique 
EPS, exopolysaccharides 
EPSI, exopolysaccharide de type I, ou succinoglycane 
EPSII, exoploysaccharide de type II, ou galactoglucane 
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HexA, acide uronique 
HMBC, corrélation multiple liaison hétéronucléaire 
HMW, (high molecular weight) forte masse molaire 
HPAEC, chromatographie haute performance échangeuse d’anion 
HPLC, chromatographie liquide haute performance 
HSQC, corrélation simple quantum hétéronucléaire 
kDa, kiloDalton 
Kdo, acide 2-céto,3-désoxy-manno-octulosonique 
KPS, polysaccharides capsulaires 
LCO, lipooligomère de chitine 
LIF fluorescence induite par LASER 
LMW, (low molecular weight) faible masse molaire 
LPS, lipopolysaccharide 
M., Medicago 
MALDI, ionisation désorption sur matrice assistée par laser 
Man, mannose 
MeOH, méthanol 
MS, spectrométrie de masse 
NAD(P), le P entre parenthèse signifie que le donneur d'électron est soit le NADH,H+ ou le 
NADPH,H+ 
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NADP, nicotinamide adénine dinucléotide phosphate 
NOESY, Spectroscopie RMN de correlation entre atomes proches dans l’espace 
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ONPG, ortho-nitrophényl-béta-galactoside 
PAD, détection à ampérométrie pulsée 
PAGE, électrophorèse sur gel de polyacrylamide 
PK, protéinase K 
Pyr, pyruvyle 





r-LPS, "rough" lipopolysaccharides 
RMN, résonnance magnétique nucléaire 
RNase, ribonucléase A 
S., Sinorhizobium 
SDS, sodium docecyl-sulfate 
SEC, chromatographie d’exclusion stérique 
s-LPS, "smooth" lipopolysaccharides 
Sm, Sinorhizobium meliloti. 
Succ, succinyle 
TEMED, Tétramethyl-éthylènediamine 
TFA, acide trifluoroacétique 
Tr, temps de rétention 
TRIS, tris(hydroxyméthyl)aminométhane 
mUA, milli-unité arbitraire 
UC, ultra centrifugation 
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I.1.1.1) Phénomène de symbiose 
Souvent, dans le monde vivant, des partenariats spécifiques sont mis en place entre 
différents organismes afin de leur permettre de mieux vivre, ou de survivre : ce sont les 
symbioses. Ces phénomènes se produisent généralement entre des organismes très 
différents. Nous allons en citer plusieurs exemples. Des algues et des champignons 
interagissent pour former les lichens. Les champignons à mycorhizes forment la symbiose 
mycorhizienne avec 80% du règne végétal. Des symbioses telles que la pollinisation ou celle 
entre l’Acacia comigera et des colonies de fourmis s’établissent entre des insectes et des 
plantes. Certaines plantes mettent en place la symbiose fixatrice d’azote avec des bactéries 
nitrifiantes. Enfin, des bactéries investissent le système digestif d’animaux pour former la 
microflore intestinale : une fois l’animal nourri, elles facilitent l’assimilation des nutriments par 
leur hôte. Les symbioses intervenant dans le règne végétal sont souvent nécessaires à la 
survie des plantes qui colonisent les milieux hostiles dans un environnement défavorable : 
sécheresse, carence en nutriment, acidité du sol, etc. La prolifération de ces plantes 
capables d’établir des symbioses permet d’enrichir les sols et d’implanter de nombreuses 
autres espèces. C’est pourquoi les plantes symbiotiques sont aussi appelées « pionnières ». 
 
I.1.1.2)  Enjeux agronomiques 
En conditions naturelles, les plantes puisent dans le sol les nutriments nécessaires à leur 
développement (azote, phosphore, calcium). Lorsqu’elles meurent, ces composés lui sont 
restitués. En agriculture, les nutriments prélevés sur un sol vont en amender d’autres. En 
effet, les cultures sont effectuées à un endroit, récoltées, une partie sert de nourriture et le 
reste, considéré comme déchet, est stocké ailleurs. La carence des sols en différents 
nutriments ainsi générée est souvent contre balancée par l’ajout externe d’engrais chimiques 
contenant ces nutriments (éléments minéraux, dont une grande proportion de produits 
azotés). L’agriculture intensive nécessite une utilisation excessive d’engrais puisqu’une fois 
les plantes cultivées et prélevées, les terres sont directement réutilisées sans étape de 
restitution des nutriments (par une procédure de mise au repos : jachère). Cette utilisation 
déraisonnée des engrais pour fertiliser les sols provoque de nombreux dégâts sur 
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l’environnement et les écosystèmes, en particulier la pollution des sources d’eau douce (de 
surface et nappes phréatiques). Nous pouvons aussi citer les phénomènes de  lessivage et 
de déstructuration des sols. Puisque les engrais restent en surface, les racines des plantes 
poussent donc proches de la surface et en plus petit nombre. Le fait que les plantes 
produisent moins de racines implique qu’il y ait moins de fibres dans le sol. Or, ces fibres 
servent à le structurer. La plantation et la protection des plantes de dune de sable est un 
exemple de procédé mis en œuvre pour restructurer les sols. Ajouté à ces effets néfastes, la 
production des engrais, en particulier les engrais azotés, consomme beaucoup d’énergie et 
émet des gaz à effet de serre. En effet, le protoxyde d’azote produit lors des synthèses est 
un gaz à effet de serre 300 fois plus puissant que le dioxyde de carbone. La symbiose 
fixatrice d’azote, qui est une alternative naturelle à ce mode de culture consommateur, 
constitue le contexte et l’objet de ces travaux de thèse. L’azote est un nutriment essentiel 
aux organismes végétaux qui en consomment de grandes quantités, tandis que les sols en 
sont souvent pauvres ce qui accentue les besoins en engrais. Cependant, la restitution de 
l’azote est possible avec certains modes de culture (Miransari 2011). Dans le cas particulier 
de la jachère, les plantes qui prolifèrent dans les champs sont précisément les plantes 
« pionnières » capables d’établir la symbiose fixatrice d’azote. A l’échelle planétaire chaque 
année, la symbiose fixatrice d’azote produit l’équivalent en azote combiné de l’industrie 
chimique (Gruber and Galloway 2008).  
 
I.1.2) Caractéristiques de la symbiose fixatrice d’azote 
I.1.2.1) Les partenaires symbiotiques 
La symbiose fixatrice d’azote est une relation spécifique entre une famille de plante, les 
Fabaceae (couramment nommées légumineuses) et une famille de bactérie, les 
Rhizobiaceae.  Une grande partie des plantes légumineuses sont cultivées : le haricot, le 
pois, la lentille, l'arachide, la réglisse, le trèfle et la luzerne. Cette dernière est la plante 
fourragère la plus cultivée dans le monde entier avec environ 30 millions d’hectares de 
culture par an (Yuegao and Cash 2010), soit la moitié de la superficie de la France. Le géant 
agronomique de cette symbiose reste tout de même le soja qui sert aussi bien à 
l’alimentation humaine qu’animale. Lors de ces travaux de thèse, nous nous sommes 
intéressés à la luzerne (Medicago sativa) et à son symbiote naturel Sinorhizobium meliloti. 
Nous avons également étudié un autre couple symbiotique, bien moins répandu, mais 
appartenant toutefois aux familles des légumineuses et des Rhizobiaceae : le sainfoin 
(Hedysarum coronarium) et Rhizobium sullae.  
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Lorsque la symbiose est mise en place, les partenaires échangent des substances 
nécessaires à la survie de chacun. i) La bactérie fournit l’azote combiné, par fixation de 
l’azote atmosphérique. ii) En retour, les plantes apportent les nutriments essentiels à la 
survie des bactéries, en particulier des glucides issus de la photosynthèse et offre une niche 
écologique favorable où les quantités d’eau et de dioxygène sont contrôlées (Jones et al. 
2007). 
 
I.1.2.2) La fixation d’azote 
La spécificité des bactéries fixatrices d’azote provient de leur matériel enzymatique capable 
de transformer le diazote atmosphérique en ammoniaque (Figure 1) (Dixon and Kahn 2004). 
La cascade enzymatique permettant cette transformation met en jeu un complexe 
enzymatique réductase-nitrogénase qui réduit le diazote atmosphérique en ammoniaque, 
réaction dont la barrière d’énergie d’activation est très importante (EA=420 kJ.mol-1) hors 
catalyse (Modak 2002). Ces enzymes sont très sensibles au dioxygène qui, par son fort 
pouvoir oxydant, les dénature de façon irréversible (Kiers et al. 2003 ; Gage 2004). 
 
 
Figure 1 : Schéma de la cascade enzymatique menant à la réduction, par la nitrogénase, du diazote 
atmosphérique en ammoniaque.  
 
Cette cascade enzymatique fonctionne donc dans des conditions bien particulières (pauvres 
en dioxygène) que la bactérie ne rencontre que dans un organe spécialement formé à son 
intention sur la racine de la plante : le nodule (Gage 2004). Les nodules sont caractéristiques 
de la symbiose fixatrice d’azote et offrent à la bactérie un environnement sans stress 
hydrique et pauvre en dioxygène pour le bon fonctionnement des enzymes fixant l’azote. 
Lorsque les nodules sont formés, la fixation d’azote devient effective. La formation d’un 
nodule se déroule en plusieurs étapes qui sont orchestrées par une communication 
moléculaire entre les partenaires de la symbiose (Gage 2004 ; Gibson et al. 2008 ; Oldroyd 
et al. 2011 ; Wang et al. 2012).  
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I.1.2.3) La mise en place de la symbiose fixatrice d’azote 
L’infection des racines par les rhizobia ainsi que le développement du nodule suivent un 
programme morphologique bien précis. La plante exsude en continu des flavonoïdes pour 
aseptiser sa rhizosphère (Peters et al. 1986 ; Redmond et al. 1986 ; Cooper 2007). Cette 
zone est délimitée par les racines autour desquelles vivent des microorganismes. Les 
flavonoïdes diffusent passivement à travers la membrane bactérienne des rhizobia vivant 
dans la rhizosphère. Ils sont perçus par les protéines NodD et interprétés comme un 
message d’invitation à la symbiose (Cooper 2007). L’activation des protéines NodD 
déclenche l’expression des gènes nod codant jusqu’à une vingtaine d’enzymes nécessaires 
à la biosynthèse des facteurs de nodulation (Nod) (Gage 2004 ; Wang et al. 2012). Ces 
facteurs Nod sont des lipochitooligomères (LCO) comportant 4 à 5 unités acétyl-
glucosamines. Un acide gras de taille et d’insaturations variables est porté par l’amine de la 
glucosamine non réductrice (Figure 2) (Lerouge et al. 1990). La diversité des groupements 
portés par le squelette chitine rend les facteurs Nod spécifiques d’une Rhizobiaceae et de la 
légumineuse avec laquelle elle interagit.   
Figure 2 : Schéma de la structure des facteurs Nod présentant les différents substituants spécifiques 
aux plantes hôtes.  
La nature chitinique de ces composés a amené à de nombreux questionnements : Pourquoi 
un composé fongique ? Est-ce une hormone végétale ? Pourquoi les bactéries comportent-
elles un plasmide dédié à la symbiose (plasmide Sym) ? Une réponse à ces questions 
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semble venir d’une étude récente (Maillet et al. 2011) qui relate l’existence de LCO (facteur 
Myc) dans la signalisation des symbioses mycorhiziennes affectant près de 80% du règne 
végétal (Parniske 2008) depuis des millions d’années (Remy et al. 1994). Cette symbiose 
permet aux plantes d’étendre leur réseau racinaire en s’associant au mycélium et en captant 
les nutriments du sol inaccessibles sans la symbiose. Le champignon reçoit en échange les 
produits issus de la photosynthèse nécessaires à son développement (Sikes et al. 2010). En 
effet, il est fortement supposé que les Rhizobiaceae aient détourné, au cours de leur 
évolution, le mode de communication des champignons à mycorhizes établi bien auparavant 
(Streng et al. 2011). Ainsi les facteurs Myc sont des analogues de facteurs Nod (Maillet et al. 
2011). Beaucoup d’autres comportements et voies d’interaction avec l’hôte sont communs à 
ces deux symbiotes et amènent à cette même hypothèse (Parniske 2008 ; Markmann and 
Parniske 2009 ; Denison and Kiers 2011 ; Streng et al. 2011 ; Staehelin et al. 2011). 
La bactérie fixatrice d’azote sécrète donc des facteurs Nod qui sont perçus par les racines 
végétales, plus précisément par la protéine NFP (Nod Factor Perceptor). L’activation de 
cette protéine par les LCOs enclenche la transduction des gènes codants pour 
l’organogénèse du nodule (Limpens et Bisseling 2003 ; Geurts et al. 2005). Parmi ceux-ci se 
trouvent les gènes notés DMI (pour Does not Make Infection). Ils sont au nombre de 3 : 
DMI1, DMI2 et DMI3. La cascade d’activation des DMI1, 2 et 3 est régulée par le « calcium 
spiking ». Les protéines codées par ces gènes enclenchent enfin la transduction des gènes 
NSP (Nodulation-Specific Pathway). Les protéines ainsi produites activent les gènes ENOD 
(Early NODuling). En parallèle de cette activation le processus de recourbement des poils 
absorbants de la racine se produit (Limpens et Bisseling 2003) (Figure 3). 
 
Figure 3 : Schéma de la cascade d’activation des gènes 
de la plante suite à la perception des facteurs Nod 
(modifié à partir de Limpens et Bisseling 2003). NF, Nod 
Factor ; NFP, gènes “Nod Factor Perception” ; DMI, 
genes” Does not Make Infection” ; NSP, genes” 




Cette première étape de dialogue moléculaire (Figure 4) est un point clé permettant une 
spécificité symbiotique entre la légumineuse et le rhizobium invité (Wang et al. 2012). 
 
 
Figure 4 : Schéma de 1) la perception des flavonoïdes par la protéine NodD, 2) du déclenchement de 
la biosynthèse des facteurs Nod et 3) leur perception par la protéine NFP ou NFR (Nod Factor 
Perceptor ou Nod Factor Receptor), activant l’organogénèse du nodule. 
 
Les rhizobia localisés à proximité des racines qui ont sécrété les facteurs Nod entrent en 
contact physique avec le poil absorbant. Sous l’effet des facteurs Nod, le poil absorbant se 
recourbe, la membrane externe de la racine se dépolarise et le taux de calcium présent dans 
ses cellules oscille (Gage 2004 ; Oldroyd et al. 2011). Ces différents phénomènes sont 
nécessaires pour déclencher l’organogénèse du nodule, mais aussi pour permettre l’invasion 
des rhizobia à l’intérieur de la racine.  
L’adhésion des rhizobia à la surface de la racine est possible grâce aux lectines sécrétées 
par la plante. Les lectines sont de la famille des protéines se liant aux glucides (carbohydrate 
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binding proteins). Elles sont impliquées dans les mécanismes de défense des plantes contre 
les pathogènes. Dans le cadre de la symbiose fixatrice d’azote, elles se lient aux 
polysaccharides de la surface des rhizobia ce qui permet l’adhésion des bactéries à 
l’extrémité des poils absorbants. Leur rôle dans la symbiose reste cependant évasif (Wang et 
al. 2012). Pour que les bactéries adhèrent au poil absorbant les fibrilles de cellulose et 
d’autres substances polymériques extracellulaires à la surface de la bactérie jouent 
également un rôle (Smit et al. 1987 ; Gage 2004 ; Downie 2010 ; Janczarek and Skorupska 
2011). Parmi les substances polymériques extracellulaires, la bactérie produit des 
exopolysaccharides, qui nous intéresseront plus particulièrement lors de ces travaux de 
thèse et qui seront notés EPS. 
Le poil absorbant qui se recourbe piège quelques rhizobia entre les parois des cellules 
apprimées (au cœur de la courbure) (Oldroyd et al. 2011). Les bactéries continuent de se 
multiplier et forment un foyer (ou une poche) d’infection à partir duquel le cordon d’infection 
va progresser (Oldroyd et al. 2011). Ce dernier sert à acheminer les bactéries jusqu’au 
nodule primaire en développement (au sein du cortex).  
Le cordon d’infection correspond à une invagination du poil absorbant au niveau des 
bactéries piégées. Le cordon d’infection, prolongement du poil absorbant, continue de 
pousser vers l’intérieur des tissus en direction du cortex racinaire. La paroi intérieure du 
cordon d’infection est constituée des mêmes composants que la paroi extérieure du poil 
absorbant (démontrant le phénomène de retroussement) (Van Brussel et al. 1992 ; Gage 
2004 ; Oldroyd et al. 2011). Les rhizobia présentes dans le cordon d’infection continuent à se 
développer tout en évoluant le long du cordon d’infection (Figure 5).  
 
Figure 5 : Image de microscope à fluorescence (Gage 2002) présentant les cordons d’infections de 
Medicago sativa inoculée par Sinorhizobium meliloti exprimant le DsRed (rouge) et la GFP (Green 
Fluorescent Protein) (vert).  
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Une fois que l’extrémité du cordon d’infection arrive à l’interface de l’épiderme et du cortex 
racinaire, la paroi de cette portion du cordon est dégradée. Une nouvelle paroi est formée, 
elle est dorénavant constituée de cellules corticales (Van Brussel et al. 1992 ; Gage 2004). 
Ce prolongement du cordon dans le cortex s’arrête lorsqu’un nodule primaire est atteint. Les 
rhizobia quittent alors le cordon d’infection pour coloniser le nodule primaire (premières 
cellules formant un prémice de nodule).  
Durant leur parcours dans le cordon d’infection, les rhizobia affrontent de multiples épreuves. 
Néanmoins elles emmagasinent des sources d’énergie, en particulier sous forme de 
polyhydroxybutyrates. Une fois dans le nodule, cette source de carbone permettra à  la 
plupart des rhizobia de se différencier en bactéroïde. Dès lors, elles seront traitées comme 
des organelles dédiées à la fixation de l’azote (Gibson et al. 2007 ; Oldroyd et al. 2011) 
(Figure 6). Seuls les nodules primaires qui contiennent suffisamment de bactéries se 
développeront jusqu’à donner un nodule mature (Gage 2004).  
 
 
Figure 6 : Schéma récapitulatif des étapes permettant l’infection des racines par les Rhizobia et la 
formation du nodule : 1) contact physique, 2) recourbement du cordon d’infection, 3) prolongement du 
cordon d’infection puis invasion du nodule primaire, 4) différenciation en bactéroïde. 
 
Les étapes donnant lieu à l’infection sont régies, au départ, par les facteurs Nod puis, au 
cours de l’infection, par les polysaccharides de surface des rhizobia. En effet, ceux-ci jouent 
un rôle pour la survie des rhizobia dans le milieu hyper-osmotique et hostile que constitue le 
cordon d’infection. D’autre part, ces polysaccharides servent de point de contrôle à la plante 
27 
 
qui vérifie que l’invasion reste bénéfique et n’a pas laissé passer de pathogènes pour 
permettre la suite de l’infection (Gibson et al. 2009 ; Wang et al. 2012).  
Il faut également noter que l’infection bactérienne et la nodulation sont contrôlées par la 
plante au moyen d’autres voies : les régulations négatives. Ces modes de régulations sont 
mis en place dès l’infection pour éviter une surinfection et un surplus de nodules. La 
régulation négative la plus étudiée est l’autorégulation de la nodulation par la plante (Oka-
Kira and Kawaguchi 2006 ; Okamoto et al. 2009 ; Batut et al. 2011 ; Reid et al. 2011 ; 
Staehelin et al. 2011). Mais il en existe d’autres, dont la régulation de l’infection par la voie 
de l’AMP cyclique qui met en jeu les bactéries présentes dans les cordons d’infections (Tian 
et al. 2012). Cette dernière fera l’objet des travaux de cette thèse (cf. II.1 et III.B.1).  
 
I.1.2.4) Les polysaccharides de la surface des Rhizobiaceae 
Les Rhizobiaceae sont des bactéries à test de Gram négatif. Leur surface est donc 
constituée de polysaccharides (Figure 7). Une première couche ancrée dans la membrane 
externe est formée par les lipopolysaccharides (LPS) qui sont constitués d’une partie 
lipidique et d’une partie saccharidique. Une seconde couche se situe plus à l’extérieur et 
constitue la capsule de la bactérie, composée de polysaccharides capsulaires (CPS). Enfin, 
les bactéries survivent dans le sol grâce à un gel aqueux (biofilm) qu’elles produisent et qui 
est constitué d’exopolysaccharides (EPS) et d’autres substances polymériques (protéines, 




Figure 7 : Schéma de la surface des bactéries Gram négative.  
 
Chacune de ces familles de polysaccharides a été étudiée. Elles semblent jouer un rôle à la 
fois pour la protection de la bactérie, mais aussi pour l’établissement de la symbiose.  
 
I.1.2.4.a) Les lipopolysaccharides (LPS) 
Les lipopolysaccharides sont présents sous deux formes : les rLPS (rough), de faible masse 
molaire et les sLPS (smooth) de forte masse molaire. Ces deux formes ont en commun une 
ancre lipidique nommée lipide A, un oligosaccharide de cœur. Les sLPS portent, en plus, 




Figure 8 : A) Schéma général de la structure de LPS et B, C, D et E) structures détaillées des lipides 
A de quelques Rhizobia (Carlson et al. 2010).  
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La structure de ces lipopolysaccharides est spécifique d’une bactérie, particulièrement celle 
de son lipide A. Lors de la symbiose, lorsque le rhizobium évolue dans le cordon d’infection, 
ces LPS semblent avoir un rôle d’inhibition des mécanismes de défense de la plante 
(Fraysse et al. 2003 ; Carlson et al. 2010 ; Downie 2010).  
 
I.1.2.4.b) Les polysaccharides capsulaires (CPS) 
Les polysaccharides capsulaires sont constitués d’unité répétitive dimérique comportant un 
hexose et un acide ulosonique. Le plus souvent il s’agit de l’acide 2-céto-3-désoxy-
octulosonique (Kdo), ce qui correspond à l’antigène K déterminé chez Escherichia coli (une 
autre bactérie à test de Gram négatif), d’où la notation KPS. Dans le cas de Sinorhizobium 
meliloti, les KPS sont composés uniquement de Kdo. De façon très surprenante, ces 
homopolymères de Kdo présentent une fraction de faible masse molaire qui contient une 
ancre lipidique dont la structure n’a pas été totalement élucidée (Figure 9) (Fraysse et al. 
2005).  
 
Figure 9 : A) Structure générale des CPS et B) structure des KPS de Sinorhizobium meliloti avec 
l’ancre lipidique (Fraysse et al. 2005). 
 
Les CPS ont un rôle dans la protection de la bactérie, lorsqu’elle vit librement dans le sol, 
surtout face aux phages, d’où le terme de capsule. Ce rôle protecteur est aussi essentiel lors 
de la pénétration dans le cordon d’infection pour protéger la bactérie des agressions de la 
plante (Fraysse et al. 2003). Dans certains cas, lorsque les rhizobia sont déficients en EPS, 
les KPS peuvent s’y substituer symbiotiquement et permettent tout de même d’aboutir à la 
formation du nodule (Putnoky et al. 1990 ; Fraysse et al. 2003).  
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 I.1.2.4.c) Les exopolysaccharides (EPS) 
Les EPS, dont la structure varie d’une souche bactérienne à l’autre, sont, quant à eux, 
essentiels pour l’infection de la racine par la formation du cordon d’infection (Fraysse et al. 
2003 ; Skorupska et al. 2006 ; Gibson et al. 2009). Ils sont le plus souvent constitués d’unité 
répétitives octa- à dodécamériques. Leur distribution de masse molaire va des très faibles 
masses molaires (<1000 Da) aux très hautes masses molaires (>100 kDa). Néanmoins nous 
les considèrerons sous forme de deux fractions : les faibles masses molaires (LMW EPS) 
(masse moléculaire <10kDa) et les fortes masses molaires (HMW EPS) (masse moléculaire 
>10 kDa). En fonction de l’espèce de la plante hôte, les différents types de polysaccharides à 
la surface des rhizobia semblent avoir un rôle qui n’est pas seulement celui d’une enveloppe 
protectrice (Downie 2010). Les EPS semblent être la clé du dernier point de contrôle par la 
plante, avant d’aboutir au nodule mature. Les exopolysaccharides faisant l’objet des travaux 
de cette thèse, ce point sera plus amplement développé dans l’introduction au Chapitre III. 
Leur structure et leur rôle tant pour la bactérie libre que pour la mise en place de la symbiose 
seront détaillés. 
Afin de comprendre les étapes clés de la symbiose fixatrice d’azote, l’étude de la relation 
structure/activité biologique des EPS est essentielle. Ceci passe par un impératif : la 
détermination structurale. Dans les paragraphes suivants, les techniques analytiques 
employées pour la détermination structurale des mono-, oligo- et polysaccharides seront 
détaillées. Ces paragraphes ne concerneront pas les aspects préparatoires (méthodes 




I.2) Méthodes de caractérisation structurale des polysaccharides  
 
Les polysaccharides sont des molécules particulièrement difficiles à analyser. En raison de 
leur grande taille et de leur amphiphilie, ces composés forment des agrégats difficilement 
solubles. De plus, leur polarité est due aux nombreux groupements hydroxyle, carboxyle et 
sulfate. Ceux-ci peuvent former des liaisons hydrogènes inter- et intra- moléculaires et des 
ponts ioniques, conduisant à la formation d’agrégats. Ils sont souvent source de mauvaise 
solubilité à l’échelle microscopique ce qui rend l’étude des polysaccharides plus difficile. Par 
exemple, la formation d’agrégat confère aux polysaccharides une taille apparente énorme, 
provoque l’élargissement des signaux en RMN et mène donc à une mauvaise résolution. Par 
ailleurs, une telle agrégation nuit à l’ionisation des espèces en spectrométrie de masse. 
La caractérisation structurale de ces polysaccharides fait pourtant intervenir des techniques 
classiques (GC-MS, HPLC-MS, ESI-MS, RMN). Parfois elle nécessite aussi des techniques 
moins connues (HPAEC-PAD-MS, CE-LIF et CE-MS), que nous allons expliciter au cours de 
cette introduction. Certaines d’entre elles (HPAEC-MS, CE-LIF et CE-MS) n’ont pas été 
utilisées lors de ces travaux de thèse, mais ont été développées dans l’équipe de recherche 
qui encadre cette thèse. C’est pourquoi elles seront tout de même exposées. La présentation 
de ces techniques a fait l’objet d’un chapitre de livre sur les polysaccharides (Poinsot et al. 
2012). 
 
I.2.1) L’analyse par Résonance Magnétique Nucléaire (RMN) 
L’analyse des polysaccharides par RMN est difficile. Les échantillons ne sont pas toujours 
homogènes en raison de la mauvaise solubilité des polysaccharides, y compris à faible 
concentration. La faible concentration, disponible ou soluble, constitue un autre obstacle à 
l’analyse par RMN. Néanmoins, la mise au point de nouvelles techniques RMN semble 
faciliter la mise en œuvre des expériences. La RMN à hauts champs magnétiques permet 
d’analyser des échantillons dont les concentrations en polysaccharide sont plus faibles (donc 
mieux solubilisés), et assurent ainsi une meilleure résolution des spectres. En conséquence 
les signaux sont démultipliés, ce qui apporte plus de précisions sur la structure, mais tend à 
rendre l’interprétation plus complexe. La technique de cryosondes ouvre également le 
potentiel d’analyse des polysaccharides par RMN. En effet, le fait de refroidir la sonde RMN 
augmente la sensibilité et permet un gain de temps d’analyse (Chapdelaine et Cleon 2003). 
Cependant, quelle que soit l’évolution technique, l’étape d’interprétation des données ne 
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saurait être simplifiée, au vu de la complexité des spectres RMN de polysaccharides. Afin de 
caractériser la séquence mono-saccharidique et les modes de liaison entre les sucres, 
plusieurs spectres de corrélation en RMN 2D 1H et/ou 13C sont nécessaires (Lindberg 1990 ; 
Hounsell 2010). Les spectres COSY 1H-1H donnent accès aux corrélations entre protons 
trans-axiaux. Ceci permet de déterminer, avec l’aide de données de la littérature, les 
enchaînements de protons au sein d’une unité saccharidique, la nature du sucre, mais aussi 
les enchaînements entre deux unités liées. Les spectres NOESY, où les atomes corrèlent 
avec ceux qui leur sont proches dans l’espace, ne permettent pas d’obtenir d’informations 
claires, à moins que les spectres soient découplés autour d’un atome particulier dont on veut 
connaître l’environnement. Les expériences HSQC 1H-13C sont essentielles pour l’analyse de 
saccharides afin de pouvoir interpréter tous les autres spectres de corrélation 1H-13C. En 
effet, en HSQC, les couplages 1JH-C observés permettent de déterminer quels sont les 
protons portés par un carbone donné et d’attribuer la nature saccharidique de chaque sucre, 
en s’appuyant sur les données de la littérature (déplacement chimiques (δ) et constantes de 
couplage (J)). Enfin, les expériences HMBC 1H-13C donnent accès aux couplages 2JH-C et  
3JH-C et permettent en grande partie de retrouver les séquences mono-saccharidiques et les 
modes de liaison osidique.  
Ces nombreuses données sont interprétées selon une méthodologie décrite par Maes 
(2009). Dans un premier temps, le spectre COSY 1H-1H est interprété : les déplacements 
chimiques d’une série de protons vicinaux sont déterminés ainsi que les constantes de 
couplages 3JH-H. Ces constantes donnent accès à une détermination du monosaccharide 
rencontré, mais surtout une estimation de l’anomérie α ou β du monosaccharide concerné. 
Cette anomérie est accessible via la constante de couplage 3JH1-H2 qui selon qu’elle soit 
faible (moins de 12,5Hz) ou forte (plus de 12,5Hz) correspond à un monosaccharide α ou β. 
Une fois les déplacements chimiques relevés pour les protons sur le spectre COSY 1H-1H, 
ces déplacements peuvent-être utilisés pour interpréter le spectre HSQC 1H-13C. Ce dernier 
permettra de déterminer les déplacements chimiques des couples 1H/13C des 
monosaccharides en présence. Les déplacements chimiques de ces couples pourront 
ensuite servir à interpréter les corrélations 2JH-C et 
3JH-C issues du spectre HMBC




I.2.2) Les techniques d’analyse utilisant la Spectrométrie de Masse (MS) 
L’analyse par spectrométrie de masse est beaucoup plus ancienne et dispose de très 
nombreuses données dans la littérature, notamment en GC-MS. De plus, l’évolution des 
spectromètres de masse et des logiciels capables de procéder à des approches globales 
(‘‘omiques’’) sur des mélanges très complexes suscite un regain d’intérêt quant à l’analyse 
des sucres. 
 
I.2.2.1) L’analyse par Chromatographie en phase Gaz couplée à la Spectrométrie de 
Masse 
L’analyse par GC-MS de l’hydrolysat d’un polysaccharide permet de déterminer sa 
composition mono-saccharidique, mais requiert une dérivatisation des monosaccharides 
formés. En effet, la GC-MS ne permet pas d’analyser directement les mono- ou 
polysaccharides en raison de leurs groupements hydroxyles qui les rendent peu volatiles. 
Les groupements choisis pour dériver les sucres permettent de casser les liaisons 
hydrogènes et de masquer les dipôles, ce qui entraine une volatilisation à des températures 
inférieures à 300°C (température maximale de stabilité des phases standards). Les 
dérivatisations les plus fréquemment utilisées sont l’acétylation, la méthylation et la silylation. 
Les substituants utilisés (acétyles et triméthylsilyles) rendent non seulement le composé plus 
volatile, mais améliorent aussi l’ionisation du sucre par impact électronique (EI). L’ionisation 
par EI consiste en un impact d’électrons sur les molécules en sortie de chromatographe, les 
hétéroatomes constituant les molécules sont le plus souvent atteints par ces électrons et 
forment des radicaux vrais et/ou des cation-radicaux. Les spectres de masse sont donc 
enregistrés en mode positif. L’énergie des électrons envoyés sur les molécules à analyser 
est de 70 eV, ce qui permet la fragmentation des liaisons C-C. La fragmentation et 
l’abondance des fragments donnent à chaque composé un spectre de masse caractéristique 
correspondant à une empreinte. De ce fait, les spectres de masses en EI+ présentent 
rarement le pic de l’ion moléculaire. Lorsque le sucre est dérivé, les groupements acétyle ou 
triméthylsilyle forment des zones de forte densité électronique, qui seront des cibles 
préférentielles pour les électrons issus de la source d’ionisation et induiront ainsi les 
fragmentations internes.  
L’analyse par GC-MS, selon le protocole de Hakomori (1964), permet également de 
déterminer les modes de liaison entre les monosaccharides. En effet, les hydroxyles, 
présents à l’état libre en surface, sont transformés en OMe stables, par perméthylation. Les 
hydroxyles engagés dans les liaisons sont alors libérés par hydrolyse puis acétylés afin de 
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les rendre compatibles avec la GC-MS (Hellerqvist et Sweetman 1990). Une multitude de 
stratégies a été développée autour de ces étapes de préparation préalables (Figure 10) 
(Sanz et Martinez-Castro 2007 ; Ruiz et al. 2011).  
 
 
Figure 10 : Schéma général des stratégies utilisées en GC-MS pour analyser un polysaccharide. 
Traduit de Poinsot et al. 2012. 
 
Afin de déterminer précisément les oses composant le polysaccharide, les étapes de 
préparations des échantillons sont effectuées sur des sucres standards qui sont alors 
injectés en GC-MS. Leur temps de rétention et spectre de masse sont relevés et au besoin 
ajoutés à une banque de données. Une fois ces deux paramètres (temps de rétention, 
spectre de masse correspondant) connus pour les standards, ayant subi le même traitement 
que l’échantillon, l’analyse du mélange complexe issu de l’hydrolyse du polysaccharide est 
plus aisée. La composition mono-saccharidique du polymère peut ainsi être déterminée 
grâce à cette technique.  
 
I.2.2.2) L’analyse en Spectrométrie de Masse par Ionisation ElectroSpray (ESI-MS) 
Lorsque la source d’ionisation est l’Electrospray, la solution à analyser est introduite dans le 
spectromètre de masse par une pompe à seringue  (introduction de l’échantillon sans 
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séparation préalable) ou éluée d’un chromatographe HPLC ou UPLC. La solution à analyser 
passe à travers un capillaire sur lequel une forte différence de potentiel est appliquée 
(classiquement 3kV). Cela produit un spray de gouttelettes dont la surface est chargée à la 
même polarité que le capillaire. Ces gouttelettes chargées rétrécissent à mesure que le 
solvant s’évapore, au moyen d’un gaz chauffé ajouté en coaxial. La promiscuité des charges 
dans les petites gouttelettes provoque des explosions continues de celles-ci en gouttelettes 
de plus en plus petites, jusqu’à atteindre la phase gazeuse. Lors de ce procédé, les 
molécules sont concentrées, ce qui produit souvent un effet suppresseur. Cet effet a pour 
conséquence de masquer un composé par un autre présent dans le mélange ce qui est 
souvent néfaste à l’analyse du composé d’intérêt. Cet effet nommé suppression est minime 
lorsque les composés présents dans le mélange ont les mêmes propriétés 
hydrophobes/hydrophiles ou acido-basiques. Lors de l’ionisation par électrospray, un 
composé hydrophile reste plus longtemps sous forme dissoute qu’un composé hydrophobe, 
ce qui va généralement supprimer l’ionisation du composé hydrophile. De même, un 
composé basique répondra mieux en mode positif qu’un composé acide. Les sucres sont 
des composés très hydrophiles et plutôt acides. Il existe donc deux possibilités pour les 
analyser en ESI-MS en diminuant l’effet de suppression : une séparation des sucres basée 
sur leur substituants acides, permettant d’éluer séparément les composés plus basiques 
(chromatographie échangeuse d’ion), ou une dérivatisation des groupements hydroxyles en 
composés plus hydrophobes. Les sucres non dérivés peuvent aussi être analysés en mode 
négatif grâce aux nombreux groupements carboxyles.  
Les ions fragments formés en MS/MS ont fait l’objet d’une nomenclature systématique 
(Figure 11) (Domon et Costello 1988). 
 
 
Figure 11 : Nomenclature systématique pour nommer des ions fragments d’un sucre observés en 




Dans notre cas, les ions produits par ESI en mode positif à partir des composés non-sulfatés 
se dissocient en CID MS/MS selon les fragmentations notée B et Y (Zaia 2004). En mode 
négatif (ESI-), les sucres acides subissent également des fragmentations B et Y (McClellan 
et al. 37 2002), alors que les sucres déprotonés donnent en plus des ions fragments de type 
C et Z (Doohan et al. 2011) et dans certains cas des fragments A (Dell et Ballou 1983). La 
fragmenation dépend de l’énergie d’ionisation, donc de l’ionisation, mais pas de l’analyseur. 
Une ionisation FAB (Fast Atom Bombardment) est plus énergétique qu’une ionisation ESI ou 
MALDI : elle donnera plus de fragments. En général, ces différentes fragmentations sont 
rencontrées lorsque les sources d’ionisations sont séparées de l’analyseur. Dans le cas 
d’une analyse en spectrométrie de masse via l’utilisation d’une trappe ionique, où la source 
d’ionisation est interne à l’analyseur, ces modes de fragmentation décrits plus haut ne seront 
pas nécessairement respectés. Cependant, la connaissance de ces voies de fragmentation 
facilite l’interprétation des spectres de masse pour établir la séquence du polysaccharide. 
Enfin, la compréhension des voies de synthèse du polysaccharide aide à la construction de 
la séquence en évitant certaines erreurs (Tseng et al. 1999). 
 
I.2.2.2.a) Introduction en spectrométrie de masse sans séparation préalable  
L’analyse des sucres sans séparation préalable est un défi, car les effets de suppression 
sont maximum en raison de la présence des autres composés dans la solution (protéines, 
acides aminés, lipides, et autres saccharides). 
L’ESI, comparé au MALDI (Matrix-Assisted Laser Desorption/Ionisation), produit moins de 
fragmentation dans la source, ce qui est favorable pour les sucres. L’ESI peut facilement être 
couplée à un MS en tandem, ce qui permet d’étudier plus en détail les structures. Il peut 
aussi être couplé ‘‘on-line’’ à la sortie d’une chromatographie liquide. La technique 
d’ionisation étant très douce, une analyse MS des ions moléculaires peut être obtenue. 
Cependant, l’ionisation MALDI produit des profils moins complexes liés aux moindres états 
de charge et adduits à multiples cations. En effet, la préparation de l’échantillon en dépôt 
solide nécessaire pour l’analyse en MALDI permet d’éliminer les sels et de choisir dans 
l’échantillon des zones plus « propres » (Zaia 2009). Le choix de la matrice permet d’ioniser 
les molécules par cationisation (sels métalliques), par protonation ou déprotonation (acide 
aromatiques ou bases correspondantes) (Harvey 1999).  
En ESI, la complexité polymérique des sucres produit souvent une superposition des profils 
des différents états de charge ce qui rend les spectres difficile à analyser (Deery et al. 2001), 
y compris avec certains logiciels comme MaxEnt 1 et 3. En fait, l’analyse des sucres requière 
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une séparation chromatographique préalable de l’échantillon, hormis pour les 
polysaccharides acides analysables en ESI -. 
 
I.2.2.2.b) Chromatographie Liquide Haute Performance couplée à la 
Spectrométrie de Masse (HPLC-MS) 
La première méthode développée pour séparer les sucres par chromatographie a été 
réalisée sur une phase polaire portée par un oxyde inorganique. Toutefois, cette technique 
présentait beaucoup d’inconvénients : trainée des pics, décalage de temps de rétention etc. 
L’utilisation de l’HPLC sur phase inverse a donc été développée. Toutefois, un problème 
persiste : créer la rétention d’un composé polaire hydrophile sur la phase C18 (Walter et al. 
2003). Le manque de rétention pour un composé est le plus souvent dû à sa solvophilie. En 
fait, la fonction polaire entre plus facilement en interaction avec le solvant polaire qu’avec la 
phase stationnaire, ce qui ne permet pas sa rétention sur les phases hydrophobes 
(Hemström et Irgum 2006). Lorsque cette mauvaise rétention est due aux charges portées 
par le sucre, il faut utiliser la chromatographie échangeuse d’ion ou la chromatographie par 
paire d’ions. Cette dernière ne requière pas d’instrument supplémentaire (Kuberan et al. 
2002), mais réduit la sensibilité en ESI-MS (Gustavsson et al. 2001). 
Le problème reste complet pour les sucres hydrophiles neutres. Une façon classique de les 
analyser est de les transformer en composés plus hydrophobes par réaction chimique (Lunn 
et Hellwig 1998). Ce marquage des sucres par une molécule organique permet, en plus 
d’augmenter son hydrophobie, de la détecter en spectrophotométrie (UV, visible, 
fluorescence). Le défaut majeur de cette technique est le fait que l’on sépare les composés 
sur la base d’une même queue hydrophobe (produisant la même rétention), ce qui nécessite 
d’augmenter les temps d’analyse pour optimiser la résolution. De plus, le marquage n’est 
pas toujours quantitatif et stable. Face à ces inconvénients, une nouvelle stratégie a été 
développée et se base sur de nouvelles phases stationnaires. La phase stationnaire toujours 
est apolaire, comme par le passé, mais attire la partie de l’éluant la plus polaire qui va agir 
comme phase de rétention polaire. L’éluant complet est relativement hydrophobe, mais 
permet sa distribution entre la phase stationnaire et la phase mobile. Cette technologie est 
nommée Chromatographie par interaction hydrophile (HILIC). Le fait que l’éluant soit plutôt 
neutre avec une balance hydrophobe/hydrophile partagée est tout à fait compatible avec la 
détection en ESI-MS. Malgré ces avantages, les phases HILIC ont rarement été utilisées 




I.2.2.3) L’analyse par Chromatographie Haute Performance Echangeuse d’Anion 
couplée à la spectrométrie de masse (HPAEC-MS) 
La chromatographie échangeuse d’anions se déroule avec des solutions à base de soude ou 
d’acétate de sodium pour l’analyse des sucres non dérivés, des alditols, des mono- et 
oligosaccharides (de 2 à 60 mères) (Lee 1990) lorsqu’elle est couplée à un détecteur à 
ampérométrie pulsée (PAD) (Rocklin et al. 1994 ; Thayer et al. 1998). L’identification de 
sucre individuel est habituellement effectuée par comparaison des temps de rétention 
obtenus avec des échantillons standards. Dans les échantillons biologiques complexes, il 
arrive qu’il y ait des superpositions entre les sucres acides et les oligosaccharides ce qui 
rend cette approche très incertaine, de plus la carbonatation naturelle de la soude affecte les 
temps de rétention. Par ailleurs, la nature du sucre et la variabilité des modes de liaison 
entre sucres rendent les temps de rétention des oligosaccharides imprévisibles. Pour toutes 
ces raisons, l’HPAEC-PAD a été couplée à l’ESI-MS pour obtenir des informations 
structurales fiables. Les deux détecteurs demeurent néanmoins nécessaires (PAD et ESI-
MS) car l’un apporte l’information sur la nature du sucre et la quantité (neutre, acide, 
oligosaccharidique) par les temps de rétention et l’autre donne accès à la séquence et à la 
composition (pour les oligosaccharides). Ainsi, les sucres neutres qui répondent mal en 
spectrométrie de masse sont bien détectés en PAD. Toutefois, le couplage de l’HPAEC à 
l’ESI-MS est un défi technologique, en raison de la non-volatilité et de la forte conductance 
de l’éluant (soude ou acétate). Pour s’affranchir de cette limite, un appareil de dessalage 
commercial doté d’une membrane échangeuse de cation et d’un régénérant peut être 
installée ‘‘on-line’’ entre la colonne HPAEC et le spectromètre de masse (Torto et al. 1998 ; 
Van der Hoeven et al. 1998).  
Les conditions permettant le couplage en direct d’une chaine HPAEC-PAD à un 
spectromètre de masse en ESI-MS pour l’analyse de polysaccharides ont été développées 




Figure 12 : Schéma du couplage de l’HAPEC-PAD et de l’ESI-MS. Le détecteur PAD est couplé ‘‘on-
line’’ avec le spectromètre de masse, mais avant le dessaleur pour assurer le procédé 
électrocatalytique. (Chataigné et al. 2008) 
 
En raison de la faible quantité de polysaccharide pouvant être dissoute, aucun « split post-
colonne » n’a été utilisé pour le couplage avec le spectromètre de masse puisqu’une simple 
colonne analytique (Ø 2mm) a été utilisée et que le débit de 0,3mL/min est compatible avec 
l’ESI. Cette méthode n’a jamais été utilisée auparavant pour l’analyse de polysaccharides. 
L’utilisation de l’HAPEC pour l’analyse de sucres, nécessite l’utilisation de soude et d’acétate 
de sodium en gradient de concentration. De ce fait de forts pH sont atteints (pH>13,5) et les 
sucres se trouvent donc sous forme anionique ce qui permet leur rétention sur la phase 
(colonne PA1). L’oxydation électrocatalytique modulée par NaOH à la surface de l’électrode 
d’or se produit par l’application d’un potentiel positif. Le courant généré est proportionnel à la 
concentration en sucre. Pour obtenir un signal en PAD, il faut donc placer le suppresseur 
après le PAD, mais avant le spectromètre de masse. L’efficacité du dessalage et le pH de la 
phase mobile sont mesurés en sortie du suppresseur avec un conductimètre inhérent à 
l’HPAEC, le pH est mesuré toutes les minutes. Ces mesures sont effectuées pour vérifier 
que la régénération par l’acide sulfurique n’est pas excessive, ce qui nuirait au couplage 





I.2.2.4) L’analyse par Electrophorèse Capillaire couplée à la spectrométrie de masse 
(CE-MS) 
L’électrophorèse capillaire est une alternative pour séparer et analyser les sucres d’un 
mélange complexe (échantillon biologique pouvant contenir des isomères) dans lequel les 
concentrations en sucres sont faibles. En effet, le pouvoir de résolution de l’électrophorèse 
capillaire est fort et sa sensibilité importante. L’utilisation de la CE-MS pour l’analyse des 
sucres est équivalente à l’analyse par HILIC-MS à ceci près que la CE-MS permet de 
séparer plus aisément des isomères dans un mélange complexe et a un pouvoir de 
résolution plus important sur un temps d’analyse souvent plus court (Mechref 2011). En une 
seule analyse, la CE-MS permet de séparer et de détecter des mono-, oligo- et 
polysaccharides en mélange dans un même échantillon. La détection en MS apporte une 
multitude d’informations sur la structure d’autant plus si elle est utilisée en tandem. En 
revanche, la CE-MS ne peut être mise en place qu’avec des instruments qui s’y prêtent. En 
effet, il faut être en mesure de coupler deux hauts champs électriques (CE et ESI). La 
sensibilité de détection peut être augmentée en utilisant la détection par Fluorescence 
Induite par Laser (LIF). Pour cela il faut dériver les sucres, car ceux-ci ne portent pas 
intrinsèquement de groupement chromophore permettant leur détection par absorbance. 
C’est pourquoi un marquage avec un chromophore fluorescent, le plus souvent l’1-
aminopyrène-3,6,8-trisulfonate (APTS), est très utile pour suivre les mono- ou 
polysaccharides par LIF. En plus de permettre de doser les différents sucres d’un mélange, 
la CE-LIF peut donner des informations structurales, si des digestions enzymatiques 
spécifiques sont effectuées au préalable.  
Toutes ces méthodes d’analyse de sucres ont permis de connaitre les structures précises de 
nombreux polysaccharides issus de rhizobia dont certaines sont répertoriées dans des 
reviews (Becker et al. 2005 ; De Castro et al. 2008).  
Ces techniques ont notamment été utilisées dans notre laboratoire pour étudier les 
structures des polysaccharides des Rhizobiaceae : facteurs Nod, polysaccharides de surface 
















II) Chapitre 1 : 
Etude du signal produit par Medicago sativa activant 3 Adénylates 





                






II.1)  Introduction 
 
Une symbiose se construit sur la base d’un échange équitable d’énergie et de matière entre 
deux partenaires. La limite entre la symbiose et le parasitisme est très ténue : dans ce 
dernier, un seul des deux partenaires tire profit de l’interaction. Dans le cadre de la symbiose 
fixatrice d’azote, un dialogue moléculaire entre les partenaires régit et ajuste ces échanges, 
afin de conserver le caractère mutualiste d’une symbiose. Ici, notre attention se porte sur le 
couple symbiotique Medicago sativa et Sinorhizobium meliloti. Nous avons indiqué dans le 
rapport bibliographique que de nombreuses molécules interviennent dans ce dialogue. Dans 
ce chapitre, nous allons nous focaliser sur un des aspects de la régulation négative de cette 
symbiose (au détriment du partenaire bactérien) qui préserve la plante d’une surinfection 
bactérienne mais qui résulte d’un dialogue moléculaire entre les 2 partenaires. 
La plante contrôle la nodulation par la boucle de régulation AON (Autoregulation Of 
Nodulation) (Oka-Kira and Kawaguchi 2006). Cette voie de régulation permet à la plante de 
limiter le nombre de nodule sur ses racines. Lors de cette autorégulation, l’infection des 
premiers nodules formés inhibe la formation de nouveaux nodules sur la même racine 
(Nutman 1952), afin de ne pas épuiser la plante et de lui permettre de continuer à prélever 
les nutriments et l’eau par ses racines. Pour ce faire, un système de signalisation est mis en 
place entre les racines et les feuilles de la plante. Suite à la réception des facteurs nod et à 
la formation des nodules, un signal issu des racines est envoyé aux feuilles où l’information 
est traitée. En réponse les feuilles produisent un signal à destination des racines, qui va 
inhiber la formation de nouveaux nodules (Oka-Kira and Kawaguchi 2006).  
 




Les études menées sur cette signalisation montrent que le signal issu des racines pourrait 
être un peptide de type peptides CLE (Clavata1/Endosperm surrounding region), détecté 
dans les feuilles par un récepteur kinase de type CLAVATA spécifique (CLV1) (Oka-Kira and 
Kawaguchi 2006 ; Okamoto et al. 2009 ; Batut et al. 2011). Suite à cette perception, un 
signal encore inconnu issu des feuilles activerait une protéine réceptrice TML (Too Much 
Love) dans les racines. La réception de ce signal inhiberait enfin la nodulation (Magori and 
Kawaguchi 2009 ; Batut et al. 2011) (Figure 1). 
Par ailleurs, l’équipe de Jacques Batut, du Laboratoire des Interactions Plantes-
Microorganisme de l’INRA d’Auzeville (31), avec laquelle nous collaborons, a mis en 
évidence que la bactérie intervient également dans la régulation négative au niveau de 
l’infection. Ces travaux (faisant l’objet d’un projet ANR) ont permis d’identifier chez S. 
meliloti, symbiote de M. sativa, une cascade de régulation AMPc . Cette cascade est activée 
par un signal issu de la plante, pendant l’organogénèse du nodule. L’inactivation de cette 
cascade conduit à un phénotype hyper-infectieux sur la plante (nombreux cordons d’infection 
abortifs). Cette expérience prouve que les rhizobia jouent un rôle dans le contrôle de 
l’infection en réponse à un signal issu de la plante.   
 
La cascade de signalisation par l’AMPc met en jeu 3 Adénylates Cyclases (AC) : CyaK, 
CyaD1 et CyaD2 qui renferment un domaine membranaire de type CHASE 2 , non classique 
chez les AC et qui est impliqué dans la perception de signal (Zhulin et al. 2003). Les AC, une 
fois activées via leur domaine récepteur CHASE2, transforment l’ATP en AMPc qui sera le 
messager secondaire dans le cytoplasme de la bactérie (Catanese et al. 1989 ; Tian et al. 





Figure 2 : Schéma de la surface de S. meliloti et de la cascade AMPc déclenchée par la perception du 
signal activant les adénylates cyclases CyaK, CyaD1 et CyaD2. 
 
Ainsi, l’AMPc active à son tour une protéine régulatrice de gène de type Crp (cAMP receptor 
protein chez Escherichia coli), nommée Clr (Crp-like regulator). Le complexe Clr-AMPc va 
activer plusieurs  gènes  cibles, et en particulier le gène Smc02178 (Tian et al. 2012), dont le 
rôle supposé est de contrôler l’infection (Figure 2).  
Le rôle précis de ce gène n’a pas encore été identifié. L’inactivation des gènes de cette 
cascade de régulation, telle qu’elle est produite par le triple mutant cyaD1D2K, les mutants 
Clr ou smc02178, induit une augmentation des cordons d’infection sur la plante lors de la 




Figure 3 : Images au microscope des racines de M. sativa infectées par S. meliloti (bleu), montrant le 
phénotype hyper-infectieux lorsque la cascade AMPc est inactivée. B) souche sauvage de Sm1021 
(zoom x10), C) mutant cyaD1D2K (zoom x10), D) et F) mutant Clr (zoom x10 et x20), E) formation 
d’un cordon d’infection au bout d’une racine latérale (zoom x20) et G) mutant smc02178 (zoom x30). 
Cette figure est tirée de la publication Tian et al. 2012. 
 
L’ensemble de cette voie de régulation négative est déclenchée par une molécule signal 
envoyée par la plante et dont la structure est encore inconnue. A ce jour, il n’a pas encore 
été déterminé comment ce signal déclenche l’activation des AC, puisque l’on ne sait pas si le 
signal traverse la membrane externe ou si un récepteur extracellulaire joue un rôle 
d’intermédiaire. Indépendamment de ces inconnues, l’étude décrite dans ce chapitre a pour 
but de déterminer la nature du signal végétal. 
La présence de ce signal n’étant pas détectable moléculairement dans les concentrations et 
volumes employés, un test d’activité biologique caractéristique a été mis en place. 
L’expression du gène Smc02178  induit par la perception du signal est caractéristique de la 
présence du signal. C’est pourquoi le promoteur de ce gène a été couplé avec le gène lacZ 
qui code pour la béta-galactosidase, sur un plasmide nommé pGD2178. Ce plasmide a été 
introduit chez S. meliloti et nous permet ainsi de visualiser l’expression du gène cible 
(Smc02178) et même de quantifier son expression par dosage de l’activité enzymatique.  
En présence de signal, la quantité de béta-galactosidase, produite par S. meliloti portant le 
plasmide pGD2178, sera dosée par l’ONPG (ortho-nitrophényl-béta-galactoside). La réaction 
enzymatique générée consiste en une hydrolyse de l’ONPG en galactose et ortho-
nitrophénol (de couleur jaune) (Figure 4). L’intensité du jaune, mesurée par absorbance à 
420 nm, servira à évaluer la quantité de signal perçu. L’activité de la bétagalactosidase 
(activité βgal) sera exprimée en unités Miller (U Miller). Ce test se mettant en œuvre sur 2 
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II.2)  Résultats et discussions 
 
Le signal issu de la plante est présent dans des extraits aqueux de nodules et de feuilles 
(Tian et al. 2012). Le signal nodulaire est beaucoup plus actif que le signal extrait de feuilles 
(Figure 5). Même si l’activité est moins grande dans les feuilles, celles-ci sont disponibles en 
bien plus grande quantité. C’est pourquoi nous avons choisi de travailler avec ce type de 
matériel, dans un premier temps.  
 
Figure 5 : Histogrammes présentant l’activité béta-galactosidase (U Miller/g de poids frais) de 
différents extraits aqueux issus de nodule, de racines, de feuilles (inoculées (1021) ou non (NI)). Les 
activités ont été testées sur la bactérie sauvage (1021WT), la bactérie dont les gènes des adénylates 
cyclases sont mutés (cyaD1D2K) et la bactérie dont le gène Clr (clr) est muté. Ces rhizobia 
contiennent tout de même le plasmide pGD2178 nécessaire au test. (Tian et al. 2012) 
 
Lors d’une extraction à l’eau des feuilles de Medicago sativa congelées à l’azote liquide et 
broyées, plusieurs familles de molécule sont extraites, plus précisément toutes les 
biomolécules hydrosolubles : protéines, peptides, ADN, ARN et sucres, petits lipides.  
Tous les extraits de feuille dont il sera question dans ce chapitre ont été préparés de la 
même façon (congélation d’aliquots de 200 mg de feuilles à l’azote liquide, broyage, 
extraction à 4°C, pendant 10 min), seule la composition des solutions aqueuses 
(tamponnées, tensio-actives) et leurs volumes (par aliquots de 200 mg de feuilles) varieront.  
Lors des différents tests d’activité βgal, les différents composés ajoutés aux solutions 
d’extraction seront testés seuls (enzymes, tensio-actifs, etc.). De ce fait, les faux-positifs 
pourront-être évités. Le fait qu’un composé additionnel active la bétagalactosidase ne signifie 
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pas nécessairement que ce composé ait une structure similaire au signal étudié. Cette 
activation ne sera pas considérée comme une piste quant à la détermination de la nature du 
signal. En effet, nous ne pouvons nous risquer à faire des rapprochements de structures 
entre un composé activant la bétagalactosidase et le signal étudié, car la cascade AMPc 
passe par le second messager AMPc, composé ubuquiste, qui peut être produit dans la 
bactérie via d’autres récepteurs (que celui du signal). Nous n’écartons pas la possibilité 
qu’un composé annexe activant la bétagalactosidase soit de nature similaire au signal 
étudié, mais cette voie de détermination de la structure du signal sera automatiquement 
évitée. 
Afin de déterminer la solution aqueuse qui est la plus adaptée à une bonne extraction du 
signal, nous avons procédé à des extractions avec des solutions tamponnées au tampon 
TRIS et au tampon phosphate. Ces deux solutions ne présentaient pas de meilleures 
quantités de signal extraites que l’eau seule. Pour s’affranchir de futurs problèmes de 
concentration en sels, notamment lors d’étapes de concentration des extraits par 
lyophilisation, l’utilisation d’eau ultra-pure comme solvant d’extraction a été privilégiée. 
Le signal ayant été détecté dans de simples extraits aqueux de feuilles, il fait partie des 
biomolécules hydrosolubles. Pour déterminer la nature de celui-ci, des digestions 
enzymatiques spécifiques de chaque type de famille sont mises en place. L’extrait est incubé 
séparément en présence de différentes enzymes : protéinase K, peptidase, ribonucléase, 
alpha-glucosidase et béta-glucosidase. L’inactivation du signal par une des enzymes 
donnera accès à sa nature. Pour chaque type d’enzyme, un histogramme représente les 
activités béta-galactosidase des extraits digérés et non digérés ainsi que la réponse des 
enzymes seules au test (pour prévenir les faux positifs). 
 
II.2.1) Détermination de la nature de la molécule signal par différentes 
digestions enzymatiques  
II.2.1.1) Digestion enzymatique de différents extraits de M. sativa par la protéinase K 
La protéinase K est une enzyme issue de la moisissure Tritirachium album, qui lyse les 
protéines et les peptides au niveau des liaisons peptidiques proches d’acide aminés 
hydrophobes portant des groupements aliphatiques ou aromatiques (Ebeling et al. 1974). 
Les résultats de la digestion des extraits de M. sativa par la protéinase K (Figure 6) se sont 
avérés surprenants. En effet, nous avons remarqué que le temps d’incubation avec l’enzyme 




Figure 6 : Histogramme représentant l’activité béta-galactosidase d’extraits de Medicago sativa 
digérés ou non par la protéinase K (issue de Tritirachium album).  
 
En effet, pour un extrait de feuilles, incubé 1h en présence de protéinase K, l’activité 
augmente significativement, alors que l’enzyme seule n’est pas active et que l’extrait seul 
soumis aux mêmes conditions (37°C) présente une activité faible. Pourtant, l’extrait de 
départ conservé 1h à 4°C reste actif. La perte d’activité serait donc due à la température. 
Nous remarquons également que lorsque le temps d’incubation usuel de 4h est atteint, 
l’activité devient très faible. Ce résultat ne permet pas de dire que la protéinase K a digéré le 
signal, puisque la température joue aussi un rôle sur la perte de l’activité. La forte activité 
enregistrée pour la digestion à 37°C en 1h, est d’autant plus étrange. Elle pourrait s’expliquer 
par le fait que la protéinase K libère le signal en digérant des protéines qui s’agrègent autour 
et/ou des enzymes qui le dégradent.  
Lorsqu’une expérience similaire est réalisée avec un extrait de nodule, l’activité disparaît au 
bout d’1h de digestion et l’activité de l’extrait seul dans ces conditions (1h à 37°C) est 
conservée (Figure 7). Ce résultat tend à démontrer que la molécule signal est digérée par la 
protéinase K, et que par conséquent le signal serait une protéine. Cette hypothèse est 
valable à condition que le signal contenu dans les feuilles et le signal contenu dans le nodule 





Figure 7 : Histogrammes correspondant aux activités béta-galactosidase des extraits de nodule de 
Medicago sativa digérés ou non par la protéinase K (issue de Tritirachium album). 
 
L’activité particulièrement forte des extraits de feuille digérés 1h par la protéinase K est une 
propriété très intéressante pour certaines études. En effet, nous avons utilisé ce phénomène 
pour l’étude de la stabilité du signal (cf. §II.2.2). Lorsque l’activité de départ est importante, la 
décroissance progressive est plus visible et donc plus fiable. Nous verrons par la suite que 
ce phénomène est également un frein à l’étude de la taille de la protéine signal (cf. §II.2.3). 
 
II.2.1.2) Autres digestions enzymatiques 
Nous avons également vérifié l’effet des lyses par d’autres enzymes (Figure 8) sur des 
extraits issus des feuilles.  
Dans un premier temps nous avons voulu affiner le résultat précédant en testant l’effet de la 
digestion de l’extrait par une protéase (protéase d’Aspergillus oryzae) assimilable à une 
peptidase (Figure 8A) qui clive les peptides et petites protéines au niveau des acides aminés 
hydrophobes (Rao et al. 1998). Nous avons vérifié que la peptidase seule n’est pas active et 
que l’extrait seul placé dans les conditions de température de la digestion conserve une 
bonne activité. Cependant l’extrait perd significativement son activité, après digestion. Le 
signal est donc dégradé par cette peptidase. Cela confirme le fait que le signal puisse être 
de nature protéique, même dans l’extrait issu de feuilles. 
L’activité et la réactivité de la DNAse et de la RNAse ont aussi été étudiée (Figure 8C et D). 
Les enzymes seules ne sont pas actives, l’extrait conservé dans les conditions de 
température et de durée de la digestion conserve son activité. L’extrait digéré demeure actif, 
après traitement à la DNAse ou à la RNAse, le signal n’est donc pas un acide nucléique.  
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Enfin, nous avons voulu éliminer la possibilité que le signal soit un dérivé saccharidique, en 
étant par exemple une glycoprotéine et que la partie glucidique soit nécessaire à son 
fonctionnement vis à vis de la cascade AMPc. La digestion par une alpha-glucosidase 
(Figure 8C) ne semble pas avoir d’effet sur le signal. L’enzyme seule n’est pas active, 
l’extrait seul dans les conditions de digestion conserve une certaine activité et l’extrait digéré 
est aussi actif que celui qui ne l’a pas été. Pour s’assurer que l’extrait après digestion 
contient toujours le signal, nous avons eu recours au phénomène d’augmentation de 
l’activité béta-galactosidase lorsque l’extrait est digéré 1h à 37°C par la protéinase K. Cet 
extrait doublement digéré présente une forte activité, donc l’alpha-glucosidase n’a pas digéré 
le signal, il n’est donc pas de nature glucidique. Une digestion par la béta-glucosidase a été 
menée, mais le pH auquel l’enzyme est active (pH=5,0), ne permet pas d’effectuer le test 
d’activité béta-galactosidase. En effet, les bactéries nécessaires au test sont tuées par cette 
acidité. De ce fait, nous ne pourrons pas avoir la certitude que ce composé ne soit pas de 
nature glycosidique. Cependant les résultats obtenus avec la digestion enzymatique des 
protéines semblent indiquer que ce composé pourrait être très probablement de nature 
protéique. Les diverses expériences exposées par la suite prennent en compte l’hypothèse 
que ce composé serait de nature protéique. 
Les résultats obtenus après ces diverses digestions permettent d’émettre l’hypothèse 





Figure 8 : Activités béta-galactosidase d’extraits de feuilles de M. sativa digérés par différentes 
enzymes. A) par une peptidase (protéase d’Aspergillus oryzae) ; B) par une DNAse 
(désoxyribonucléase 1 d’origine bovine) ; C) par une RNAse (ribonucléase A d’origine bovine) ; D) par 
une glucosidase (alpha-glucosidase de Bacillus stearothermophilus). 
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Nous avons remarqué que les extraits seuls dans les conditions de température des 
différentes digestions enzymatiques perdaient significativement leur activité. De ce fait, nous 
avons cherché à déterminer les conditions (température, durée des expériences ou du 
stockage) dans lesquelles nous pouvions travailler pour purifier cette protéine signal. Dans 
ce but, nous avons procédé à l’étude de la stabilité du signal dans différentes conditions, 
représentatives des manipulations et/ou du stockage.  
 
II.2.2) Etude de la stabilité de la molécule signal  
II.2.2.1) Etude de la stabilité de la molécule signal à différentes températures de 
stockage : 15°C, 4°C, -20°C, -80°C 
Les études de stabilité ont été menées en parallèle sur des extraits provenant de récoltes de 
feuilles différentes. Ceci nous a permis de déterminer la variabilité de la quantité de signal 
extrait en fonction de la période de récolte. Nous avons pris le parti d’exploiter le phénomène 
d’augmentation de l’activité par digestion brève à la protéinase K, afin d’observer plus 
aisément les variations d’activité. Toutefois, nous avons étudié un extrait non digéré en 
parallèle (CE no PK) pour démontrer que dans ces expériences, la protéinase K conserve le 
même comportement vis-à-vis du signal. 
Les résultats sont présentés (figure 9) sous forme d’histogrammes correspondants à l’activité 
béta-galactosidase (en unités Miller) en fonction de l’échantillon testé. Les récoltes, à partir 
desquelles les extraits ont été préparés et testés, ont été réalisées les 9 Juillet 2010, 22 




Figure 9 : Etude de l’activité béta-galactosidase (U Miller) d’extraits aqueux préparés à base de 
feuilles récoltées à différentes dates et conservés à 15°C, 4°C, -20°C et  -80°C pendant 1 à 15 jours 
(1d ; 15d). Echantillons contrôles : sans digestion par la protéinase K (CE no PK). 
 
Dans un premier temps, on peut constater que les trois extraits, différant par la date de 
récolte des feuilles, ont une activité et un comportement similaire en fonction de la durée et 
de la température de conservation. On note néanmoins une activité légèrement moins 
importante pour l’extrait à base de feuilles récoltées en Juillet 2010. Ceci pourrait s’expliquer 
soit par le fait que les feuilles ont été stockées quasiment 6 mois de plus à -80°C, soit 
simplement par une quantité un peu moindre de signal produit par les feuilles en été. 
Globalement, nous pouvons déduire de cette campagne, que l’extraction et la conservation 
du signal sont répétables d’une récolte à l’autre. Les activités béta-galactosidase des extraits 
avant ce test de stabilité du signal étaient semblables à celles mesurées pour les extraits 
conservé à -80°C (à l’erreur près de 100 U Miller). 
Les comportements étant similaires, nous avons étudié en détail l’histogramme  (figure 10) 





Figure 10 : Etude des activités béta-galactosidase (U Miller) moyennes d’extraits aqueux préparés à 
base de feuilles récoltées à différentes dates et conservés à 15°C, 4°C, -20°C et  -80°C pendant 1 à 
15 jours (1d ; 15d). Echantillons contrôles : sans digestion par la protéinase K (CE no PK). 
 
Ce qui se dégage de cette étude, c’est le fait qu’à -80°C l’activité soit bien conservée, quels 
que soient la durée de stockage et le traitement préalable de l’extrait (digestion enzymatique 
par la protéinase K ou non).  
A 15°C et 4°C, l’activité décroît au cours du temps, et ce plus rapidement à 15°C (perte 
totale au bout de 6 jours) qu’à 4°C (perte totale au bout de 15 jours). Cette décroissance 
peut être due à plusieurs phénomènes dont le principal serait une digestion enzymatique des 
protéines (dont le signal) par les protéases contenues dans l’extrait et/ou par la protéinase K 
restante. Cependant, l’ajout d’un cocktail d’inhibiteur de protéase dans l’extrait, n’a pas 
amélioré le résultat. L’inefficacité de l’inhibiteur de protéase vis-à-vis de la perte de signal 
peut être due la quantité trop importante de protéase en solution ou due au fait que le 
spectre d’inhibition du cocktail est trop réduit. Cette inefficacité peut aussi s’expliquer par le 
fait que ce ne sont pas les protéases qui font décroitre l’activité. En effet, de manière plus 
générale, la stabilité d’une molécule biologique active dans un milieu complexe est rarement 
très longue, lié au fait même que cette molécule soit un signal. En effet, un signal étant 
régulé au moment de sa synthèse, il est nécessaire qu’il y ait un dispositif permettant de le 
dégrader rapidement, s’il n’a pas atteint sa cible. 
Ce qui interpelle dans ces résultats, c’est que les activités relevées pour les extraits stockés 
à -20°C sont remarquablement faibles. C’est pourquoi nous développerons ci-après une 
étude plus spécifique du comportement de l’activité lorsque l’extrait est stocké à -20°C. 
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II.2.2.2) Etude de la stabilité de la molécule signal : cas du stockage à -20°C 
Lorsque que l’on congèle l’extrait à -20°C, l’activité béta-galactosidase est faible, alors qu’à -
80°C, l’activité du même extrait est à son maximum. Cela pourrait être dû à la déformation 
du signal lors de la congélation à cette température, lié au mode de cristallisation de l’eau 
environnante. On peut également penser que suite à la décongélation, la re-solubilisation 
soit difficile, toujours à cause du même phénomène de  cristallisation (changement de 
conformation ou d’organisation supramoléculaire).  
Afin de déterminer la validité de cette hypothèse, une première expérience a été mise en 
œuvre. Il s’agissait de congeler de deux façons différentes, des aliquots d’un même extrait, 
et de suivre la conservation de leur activité, à -20°C, au cours du temps. Une série d’aliquots 
a été congelée à 77K (-201°C) dans l’azote liquide puis stockée à -20°C, et l’autre série 
d’aliquots a été congelée et stockée à -20°C. 
Le même phénomène de perte d’activité a été observé pour les deux types de congélation 
(Figure 11). Ce qui laisse penser que la congélation par l’azote liquide n’apporte pas la 
solution au problème. Toutefois, lors de la trempe thermique à 77K, seule la couche la plus 
externe de l’échantillon se solidifie rapidement de façon amorphe. Le cœur de la solution, qui 
se trouve isolée par cette couche de glace, congèle plus doucement et à une température 
bien supérieure à 77K. Cette congélation lente favorise la formation de cristaux d’eau, qui 
expliquerait la non conservation du signal en congelant à -20°C ou à 77K. 
 
Figure 11 : Etude des activités béta-galactosidase (U Miller) moyennes d’extraits préparés à base de 
feuilles récoltées à différentes dates, congelés par trempage dans l’azote liquide (77K), ou 
directement placés à -20°C (-20°C) puis conservés à -20°C pendant 3 à 14 jours. Ainsi que les 
échantillons contrôles avec ou sans protéinase K et conservés à -80°C. 
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Une troisième voie de congélation a été considérée : la congélation directement à -80°C. 
Dans tous les essais précédents, la congélation et le stockage à -80°C permettaient de 
conserver une activité maximale. Forts de cette constatation, nous avons étudié un 
échantillon congelé à -80°C puis stocké à -20°C. Il s’avère que par cette procédure l’activité 
est totalement conservée (Figure 12).  
 
Figure 12 : Etude de l’activité béta-galactosidase (U Miller) d’un extrait de Medicago sativa, congelés 
à -80°C pendant 24h, puis placés à -20°C pendant 1 à 7 jours (1d ; 7d). Ainsi que l’échantillon contrôle 
conservé à -80°C. 
 
A -80°C, l’eau ne cristallise pas mais se solidifie de façon amorphe (Cooke and Kuntz 1974). 
Le fait que ce ne soit pas le stockage à -20°C, mais le mode de congélation qui détermine la 
conservation du signal, montre bien que la cristallisation de l’eau influe sur la qualité de 
celui-ci (conformation, solubilité). Le but n’étant pas de congeler l’échantillon à -20°C, mais 
de comprendre pourquoi le signal a disparu, nous n’avons donc pas cherché à protéger le 
signal pour une congélation directe à -20°C. En effet, l’ajout de glycérol aurait pu permettre 
de conserver intact notre signal lors d’une congélation à -20°C. Par contre, cet ajout rendrait 
l’extrait plus difficile à manipuler pour des étapes supplémentaires de purification ou même 
de caractérisation. 
Grâce à ces études de stabilité du signal dans différentes conditions de stockage, les 
températures utilisées pour les expériences de purification du signal pourront-être mises en 
place judicieusement et les résultats des tests de présence du signal interprétés plus 
judicieusement.  
Les conditions de conservation du signal et sa nature protéique ont été déterminées. 
Le signal est stable : lorsqu’il est conservé à -80°C ; congelé à -80°C puis conservé à   
-20°C ; placé à 4°C pendant moins de 3 jours et à 15°C pendant moins de 2 jours. 
Dorénavant, le but de nos expériences sera de le purifier, afin d’en connaitre la structure, la 
taille, voire les propriétés spécifiques de ce signal.  
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II.2.3) Détermination de la masse moléculaire de la protéine signal  
Sachant qu’il s’agit soit d’une protéine soit d’un peptide, les molécules extraites à l’eau à 
partir des feuilles de Medicago sativa, seront séparées selon leur taille (ou masse 
moléculaire) afin de savoir à laquelle des 2 catégories appartient la molécule signal 
recherchée. Pour ce faire, la chromatographie d’exclusion stérique (SEC) sera utilisée.  
 
II.2.3.1) Chromatographie d’exclusion stérique sur colonne TSK gel G3000SWxl  
II.2.3.1.a) Calibration 
La colonne TSK Gel G3000SWxl est adaptée à l’analyse et la purification de protéines dans 
une gamme de masses molaires allant de 5 Da à 100 kDa. Dans un premier temps, la 
colonne est calibrée. A partir du chromatogramme obtenu (Figure 13), les pics sont attribués 
aux différentes protéines constituant le mélange de protéines standard pour SEC (Tableau 
1). Une courbe de calibration en taille de la colonne est alors établie (Figure 14).  
 
Figure 13 : Chromatogramme obtenu lors de l’injection de 200 µL de mélange standard de protéine, 
injecté sur la colonne TSK gel G300SWxl, éluée à 0,5 mL/min, par une solution de NaCl à 20 mM 




Tableau 1 : Résultats expérimentaux permettant d’établir la courbe de calibration pour la colonne 
G3000SWxl, éluée à 0,5mL/min par une solution de NaCl à 20mM thermostatée dans un bain de 
glace. MW, masse moléculaire. 
Standards Masse (Kda) tr (min) Vr (mL) Log(MW) 
thyroglobulin 670 12,4 6,2 2,8 
bovine gamma globulin 158 14,6 7,3 2,2 
chicken ovalbumin 44 22,6 11,3 1,6 
equine myoglobin 17 27,0 13,5 1,2 




Figure 14 : Courbe de calibration de la colonne G3000SWxl dans les conditions expérimentales 
décrites pour la Figure 13. 
 
L’équation de la courbe ainsi obtenue permettra de calculer approximativement la taille des 





II.2.3.1.b) Analyse d’un extrait M.sativa 
Pour chaque injection (10 en tout) d’extrait de Medicago sativa, la collecte des fractions s’est 
réalisée de la manière suivante pour cette expérience. Cette analyse a été répétée plusieurs 
fois, et la collecte des fractions a été optimisée, le signal n’a jamais été détecté au-delà de 
20 min, la collecte s’arrête donc à 20 min :  
Fraction Temps de rétention 
Masses molaires 
correspondantes 
1 de 9 à 11 min de 610 kDa à 495 kDa 
2 de 11 à 13 min de 495 kDa à 380 kDa 
3 de 13 à 14 min de 380 kDa à 325 kDa 
4 de 14 à 20 min de 325kDa à 95 kDa 
 
Le chromatogramme type de cette purification est présenté en figure 15. La superposition 
des absorbances à 206 et 280 nm permet de déterminer pour un temps de rétention donné 
si le composé qui absorbe est susceptible d’être une protéine. A 280 nm, ce sont les acides 
aminés aromatiques qui absorbent (tryptophane à 280 nm, ε = 5400 M-1.cm-1 et tyrosine à  
274 nm, ε = 1500 M-1.cm-1), tandis qu’à 206 nm, l’absorbance correspond aux vibrations de 
type carboxyle (C=O) des liaisons peptidiques. Pour la plupart des protéines, l’absorbance à 
206 nm est 10 fois supérieure à l’absorbance à 280 nm (Tinoco et al. 1995). Cela s’explique 
par le fait que pour de nombreuses protéines, la composition en tryptophane est d’environ 
1%. Alors que le nombre de liaison peptidique est très important (environ de 10 à 1000). 
Mais leur coefficient d’extinction molaire est beaucoup plus important à 280 nm (environ 





Figure 15 : Chromatogrammes superposés des détections à 206 nm et 280 nm de 500 µL d’extrait de 
Medicago sativa injectés sur la colonne G3000SWxl, élués à 0,5 mL/min par une solution de NaCl à 
20 mM thermostatée dans un bain de glace. 
 
Connaissant ce principe d’absorbance des protéines, le chromatogramme peut être 
interprété de la façon suivante : de 11 à 20 min, des protéines sont éluées. En revanche, au-
delà de 20 min, malgré la prise en considération de la saturation du détecteur à 206 nm, 
l’absorbance à 206 nm est bien trop faible face à celle mesurée à 280 nm. On suppose que 
ce sont des composés chromophores constitutifs des feuilles (par exemple des composés 
phénoliques, chlorophylle, etc.) qui sont élués. 
Les fractions ainsi collectées sont concentrées par lyophilisation, et l’activité béta-




Figure 16 : Histogramme de l’activité béta-galactosidase des fractions collectées à l’issue de la 
purification par SEC de 10 x 500µL d’extrait à l’eau de Medicago sativa injectés sur la colonne 
G3000SWxl, éluée à 0,5 ml/min par une solution de NaCl à 20 mM thermostatée dans un bain de 
glace. 
 
On peut déduire de l’étude d’activité des fractions obtenues après SEC que le signal se 
trouve principalement dans la fraction 2 (de 11 à 13 min), qui correspond, d’après la courbe 
de calibration de la colonne G3000SWxl à des protéines de masses moléculaire comprises 
entre 400 kDa et 500 kDa.  
En général, pour des raisons de transport, solubilité, diffusion et perception, les molécules 
signal sont d’assez petite taille. Le fait qu’un signal soit présent parmi les composés d’aussi 
grande taille laisse avancer deux hypothèses : soit le signal est porté par une protéine 
chaperonne relativement grosse, soit le signal (porté ou non par une chaperonne) est agrégé 
à d’autres protéines. A ce stade, on ne peut exclure que ce soit le signal seul qui ait 




II.2.3.2) Ultracentrifugation dans un gradient de glycérol 
Pour comprendre le résultat obtenu en SEC, nous avons tenté une approche différente en 
déterminant la taille du signal par ultracentrifugation dans un gradient de glycérol.  
 II.2.3.2.a) Calibration 
L’ultracentrifugation (UC) dans un gradient de glycérol permet de séparer les molécules en 
fonction de leur densité. Le gradient de glycérol est croissant en allant vers le fond du tube. 
Lors de l’ultracentrifugation les protéines (surtout les plus grosses) vont se diriger vers le 
fond du tube, jusqu’à rencontrer une zone de même densité que la leur. La zone suivante, de 
densité plus grande, va contribuer à bloquer les protéines malgré la force centrifuge.  
Dans les mêmes conditions d’ultracentrifugation, la répartition en masses molaires, d’un 
mélange de protéines standard a été étudié. Des fractions de 500µL prélevées après 
l’ultracentrifugation ont été étudiées en SDS-PAGE (Sodium Docecyl-Sulfate – Poly-
Acrylamide Gel Electrophoresis) (Figure 17).  
 
Figure 17 : Gel SDS-PAGE des fractions de 500µL prélevées correspondant à différents % de glycérol 
suite à l’ultracentrifugation dans un gradient de glycérol d’un mélange de protéines standard (de taille 
connue après dénaturation).  
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Une relation entre le % de glycérol et la masse moléculaire des protéines standards a été 
mise en place (Figure 18). L’équation de la courbe est indicative, puisque l’interprétation du 
gel SDS-PAGE est subjective, dans le sens où l’on pourrait très bien considérer que la 
protéine de 670 kDa sort en fraction 5 ou 7 (41%ou 54%), le gel ne permettant pas de la 
faire migrer en dehors de la zone de stacking, ce qui changerait considérablement l’équation 
de la courbe de calibration. Toutefois, au-delà de 50% de glycérol, les protéines ont une très 
grande masse moléculaire et en deçà de 10% de glycérol les protéines ont une masse 
moléculaire inférieure à 1 kDa. 
 
 
Figure 18 : Courbes de la masse moléculaire (kDa) des protéines standards en fonction du % de 
glycérol de la fraction de 500µL prélevée à l’issu de l’ultracentrifugation.  
 
 II.2.3.2.b) Analyses d’extraits de M. sativa 
Ces expériences sont effectuées avec différents extraits de M. sativa déposés dans les 
tubes contenant des gradients de glycérol variables (Figure 19): de 0% à 70% pour un extrait 
préparé avec 500µL d’eau par 200mg de feuille et tiges puis digéré à la protéinase K ; de 0% 
à 60% pour un extrait préparé avec 1mL d’eau par 200mg de feuilles ; de 0% à 50% pour un 
extrait préparé dans 1,5mL d’eau par 200mg de feuilles. En analysant et en regroupant les 
résultats de ces expériences, on en déduit que le signal semble avoir une grande masse 
moléculaire, comme en SEC.  
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Figure 19 : Courbe de l’activité béta-galactosidase de la fraction prélevée dans le tube 
d’ultracentrifugation, A) en fonction du gradient de densité (% glycérol) préparé ; B) en fonction de la 
masse moléculaire (kDa) correspondante. Profils obtenus pour 3 extraits où les volumes d’eau utilisés 
pour extraire 200mg de feuilles de Medicago sativa varient de 500µL, 1mL et 1,5mL. PK= extrait 
digéré par la protéinase K 1h à 37°C.  
 
Toutefois un comportement particulier a attiré notre attention. En effet, nous avons observé 
que plus le volume d’extraction était grand, moins la zone dans laquelle se trouve le signal 
est dense. Par extrapolation, cela signifie que plus l’extrait a été préparé dilué au départ, 
plus la taille du signal est petite. Ceci semble compatible avec un phénomène d’agrégation. 
De manière indicative, la masse moléculaire de la zone la plus active (contenant le plus de 
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signal) varie de 615, à 230 ou à 50 kDa respectivement aux volumes de 500 µL, 1mL et 
1,5mL d’eau qui ont extrait les 200 mg de feuilles. 
Cette étude tend à confirmer qu’un phénomène d’agrégation nuit à l’estimation de la taille de 
la protéine signal. En diluant le volume d’extraction des feuilles, ce phénomène est diminué, 
toutefois, la limite de cette procédure demeure qu’en diluant l’extrait on diminue l’activité de 
l’extrait (le volume testé pour le test béta-galactosidase restant constant) jusqu’à perdre la 
signification de la mesure, ce qui n’est évidemment pas souhaité.  
 
II.2.3.3) Analyses SDS- PAGE des fractions actives de Chromatographie d’exclusion 
stérique et d’Ultracentrifugation   
Nous avons donc opté pour une analyse totalement dénaturante des fractions présentant 
une activité, afin de visualiser si ces fractions étaient constituées de  grosses protéines ou 
d’un amas de protéines de taille variable. Nous avons analysé le profil protéique des 
fractions collectées en UC par SDS-PAGE (Figure 20). En étudiant les fractions UC qui 
présentaient le plus d’activité pour les différents volumes d’eau (1mL et 1,5mL) utilisés pour 
extraire 200mg de feuilles, on constate qu’elles sont identiques, et ce malgré un facteur de 
dilution. Notons tout de même que les profils sont différents pour une même densité (34%). 
Cela signifie que la taille apparente des protéines est différente, même quand les fractions 
ont des profils identiques. Cette constatation seule permet de déduire que ces fractions sont 
constituées d’agrégats protéiques. En effet, la population de protéine est la même malgré le 
fait que la taille (déterminée en UC) varie. De ce fait, les agrégats sont de taille variable, 




Figure 20 : Analyse en SDS-PAGE 12% des fractions UC (présentées par leur % de glycérol) 
contenant le signal issues de deux extraits de feuilles dont les volumes d’eau varient (1mL et 1,5mL) 
pour extraire 200mg de feuilles.  
 
En considérant plus en détail l’extrait préparé avec 1mL d’eau pour 200mg de feuilles, et 
plus particulièrement la fraction dont le % de glycérol est le plus grand (40%), on remarque 
qu’elle présente une population diverse de protéines dénaturées dont la masse moléculaire 
est supérieure à 40 kDa et une population beaucoup plus restreinte de protéines dénaturées 
dont la masse moléculaire est inférieure à 40 kDa. D’après la calibration en masse 
moléculaire du gradient de glycérol, les protéines, contenues dans cette même fraction, 
devraient avoir une masse moléculaire supérieure à 300 kDa. Pour atteindre des tailles aussi 
importantes à partir de sous-unités d’une même protéine il faudrait que celles-ci soient 
constituées au maximum de 8 sous-unités non pontées, ce qui semble peu probable. Cette 
analyse nous permet de déduire que les protéines dénaturées vues en PAGE pour cette 
fraction d’UC sont plus probablement issues d’agrégats protéiques que d’un type de protéine 
constituée de plusieurs sous-unités. En ce qui concerne la fraction dont le gradient de 
glycérol est plus faible (34%), on observe le même type de profil, mis à part le fait que la 
protéine à environ 50 kDa est ici peu abondante. Cette protéine semble être la grosse sous-
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unité (55kDa) de la RubisCO (protéine constitutive des feuilles (Watson et al. 2004 ; Incamps 
et al. 2005)). La calibration en masse moléculaire indique que cette fraction correspond à 
des protéines comprises entre 130 et 300 kDa. Malgré une taille plus faible, la présence de 
certaines grosses protéines (de 110 à 200 kDa), les protéines contenues dans cette fraction 
sont probablement agrégées, puisque la présence de SDS en l’absence d’agent de réduction 
des ponts disulfures permet de libérer des entités de plus petite taille.  
Un phénomène d’agrégation des protéines se produit dans les extraits aqueux de 
feuilles de Medicago sativa, ce qui nuit à la détermination de la taille de la protéine 
signal d’intérêt. 
 
II.2.3.4) Différentes stratégies d’extraction du signal pour limiter le phénomène 
d’agrégation   
Pour s’affranchir du phénomène d’agrégation qui fausse totalement la purification du signal 
et l’analyse de ses caractéristiques, plusieurs solutions sont envisagées : la dissociation des 
agrégats par ultrasons ou par des tensio-actifs.  
 
II.2.3.4.a) Les ultrasons 
Dans un premier temps, l’extrait est plongé dans un bain à ultrasons avant d’être injecté en 
SEC sur la colonne G3000SWxl. Le chromatogramme correspondant (Figure 21A) présente 
des pics concomitants à 206 et à 280 nm. Ces pics sont indicatifs de protéines de grande 
taille. En comparant le chromatogramme à 280 nm à celui obtenu avec l’extrait sans 
sonication (Figure 21B), on constate qu’ils présentent une légère différence entre 20 et 25 
min, on remarque, de plus, l’apparition de petites molécules après 30 min.  
La dissociation par sonication ne semble pas suffisamment efficace. Certaines protéines 




Figure 21 : A) Chromatogrammes superposés des détections à 206 nm et 280 nm de 500 µL d’extrait 
de Medicago sativa soniqués et injectés sur la colonne G3000SWxl, élués à 0,5 mL/min par une 
solution de NaCl à 20 mM thermostatée dans un bain de glace. B) Superposition des 




 II.2.3.4.b) Les tensio-actifs 
Dans un second temps, certains tensio-actifs sont testés pour limiter les agrégats au 
moment de l’extraction des feuilles de Medicago sativa. Toutefois, il faut rappeler que la 
détection de notre signal se fait par un test biologique d’activité béta-galactosidase. De ce 
fait, les tensio-actifs utilisés doivent êtres compatibles avec ce dernier, c'est-à-dire qu’ils ne 
répondent pas eux-mêmes au test (faux positifs) et qu’ils ne dénaturent ni le signal, ni les 
sites de reconnaissance. Nous avons choisi deux tensio-actifs relativement doux : l’octyl-
béta-D-glucopyranoside et le Tween20. En effet, en ajoutant des dénaturants de types sels 
conventionnels, on pourrait tuer les bactéries du test ou déstructurer suffisamment le signal 
pour le rendre inactif. Une vérification de compatibilité a été mise en place (Figure 22). 
L’octyl-béta-D-glucopyranoside, bien que très doux, est lui-même actif. Son caractére faux-
positif peut nous indiquer que le signal serait de nature glycosidique, cependant son activité 
peut très probablement être due à son caractère tensio-actif qui pourrait déformer le 
récepteur dans l’espace et donc le déclencher. En suivant les précautions que nous avons 
mises en place (cf. introduction §II.2) nous ne nous risquerons pas à une telle interprétation 
de la nature du signal. L’octyl-béta-glucopyranoside ne sera donc pas utilisable. En 
revanche, le Tween20 semble préserver l’activité du signal et ne pas faire de faux-positif sur 
le test béta-galactosidase.  
 
Figure 22 : Etude de l’activité béta-galactosidase (U Miller) d’extraits de Medicago sativa préparés 
avec 1mL de différentes solutions de tensio-actifs, pour 200mg de feuilles : octyl-béta-D-
glucopyranoside (o-GP) à 40 mM et Tween20 à 0,1%. Etude de l’activité béta-galactosidase des 




II.2.3.5) Evaluation de l’efficacité du tensio-actif Tween20 pour limiter le phénomène 
d’agrégation, estimation de la taille du signal  
Nous avons cherché à vérifier l’efficacité du tensio-actif vis-à-vis des agrégats protéiques. 
Les extraits sont préparés dans une solution de Tween20 (0,1%) et les protéines contenues 
sont séparées par leur taille. Les purifications par ultracentrifugation dans un gradient de 
glycérol et par SEC sur colonne G3000SWxl sont mises en œuvre, dans les mêmes 
conditions que pour l’extrait de Medicago sativa à l’eau. 
 
II.2.3.5.a) Ultracentrifugation dans un gradient de glycérol 
La zone où la protéine signal est retrouvée, après ultracentrifugation dans un gradient de 
glycérol (Figure 23), correspond à une gamme plus étendue de masses molaires que 




Figure 23 : Courbe de l’activité béta-galactosidase de la fraction prélevée dans le tube 
d’ultracentrifugation, A) en fonction du gradient de densité (% glycérol) préparé ; B) en fonction de la 
masse moléculaire (kDa) correspondante. Profil obtenu pour un extrait de feuilles de Medicago sativa 
préparé avec une solution de Tween20 à 0,1%. 
 
Ceci pourrait signifier que le Tween20 a tendance à limiter le phénomène d’agrégation, mais 
de façon partielle, puisque certains agrégats de grande taille persistent. En effet, en se 
reportant à la masse moléculaire, la zone où se trouve le signal, s’étend de 23 kDa jusqu’à 
plus de 670 kDa. Nous avons supposé que la plus petite zone de masse moléculaire dans 
laquelle se trouve le signal correspondait à sa masse moléculaire en l’absence de tout 
phénomène d’agrégation. Pour confirmer cette hypothèse, d’autres méthodes visant à 




II.2.3.5.b) Chromatographie d’exclusion stérique : colonne TSK Gel 
G3000SWxl 
Nous avons procédé ainsi à une purification par SEC sur la colonne G3000SWxl, les 
fractions ont été collectées de la manière suivante :  
Fraction Temps de rétention 
Masse moléculaires 
correspondantes 
1 de 11 à 15 min de 495 kDa à 275 kDa 
2 de 15 à 20 min de 275 kDa à 95 kDa 
3 de 20 à 25 min de 95 kDa à 23 kDa 
4 de 25 à 30 min de 23 kDa à 4 kDa 
5 de 30 à 35 min de 4 kDa à 400 Da 
6 de 35 à 40 min de 400 Da à 35 Da 
 
Le chromatogramme d’un extrait Tween20 sur la colonne G3000SWxl (Figure 24A) présente 
certes des protéines éluées au volume d’exclusion, mais avec un décalage dans le profil 
puisque le pic majoritaire est passé de 11 min à 13 min. En superposant les 
chromatogrammes obtenus à 280 nm de l’extrait à l’eau et de l’extrait au Tween20 (Figure 
24B), on constate que seule une zone allant de 20 à 25 min est manquante dans l’extrait au 
Tween20 par rapport à l’extrait à l’eau, ce qui pourrait s’expliquer par la perte de certains 
agrégats de grande taille grâce à la présence du Tween20. On remarque aussi que le 
Tween20 semble avoir un effet général sur la rétention des protéines, probablement par 
masquage de la phase de la colonne, ce qui a pour conséquence un décalage de 2 min dans 





Figure 24 : A) Chromatogrammes superposés des détections à 206 nm et 280 nm de 500 µL d’extrait 
de Medicago sativa préparé avec une solution de Tween20 à 0,1% et injectés sur la colonne 
G3000SWxl, éluée à 0,5 mL/min par une solution de NaCl à 20 mM dopée au Tween20 à 0,01% 
thermostatée dans un bain de glace. B) Superposition des chromatogrammes obtenus à 280 nm pour 
les extraits à l’eau et au Tween20. 
 
Le test d’activité béta-galactosidase (Figure 25) montre que la protéine signal se trouve à 




Figure 25 : Histogramme des activités béta-galactosidase des fractions collectées à l’issue de la 
purification par SEC de 5 x 500 µL d’extrait de Medicago sativa préparé avec une solution de 
Tween20 à 0,1% injectés sur la colonne G3000SWxl, éluée à 0,5 ml/min par une solution de NaCl à 
20 mM thermostatée dans un bain de glace. Echantillons contrôles : extrait placé à -80°C une fois 
préparé (avant) et extrait subissant les conditions de température subies au cours de l’expérience 
(pendant). 
 
Ces données confirment les observations et hypothèses faites lors de la purification par 
ultracentrifugation dans un gradient de glycérol : la plus faible gamme de masse moléculaire 
dans laquelle se trouve le signal débute à 20kDa. Ici, la fraction de plus faible gamme de 
masse moléculaire qui présente une activité (20 à 25 min) correspond à des protéines de 
masse moléculaire comprise entre 95 kDa à 20kDa. Une analyse en SDS-PAGE est 
nécessaire afin de vérifier que les protéines contenues dans cette fraction ne résultent pas 
d’agrégats de protéines. 
D’après les analyses de masse moléculaires (par ultracentrifugation dans un gradient 
de glycérol et par SEC) la protéine signal aurait une masse moléculaire comprise entre 




II.2.3.5.c) Analyses SDS-PAGE des fractions actives de Chromatographie 
d’Exclusion Stérique et d’Ultracentrifugation 
Les fractions de plus faibles masses molaires (20kDa), issues d’UC et de SEC présentant 
une activité béta-galactosidase ont été analysées par SDS-PAGE (Figure 26).  
 
Figure 26 : Analyse en SDS-PAGE 15% des fractions UC et SEC contenant le signal et issues des 
extraits préparés avec 1 mL de Tween20 0,1% pour 200mg de feuilles.  
 
Dans un premier temps, on remarque que l’extrait Tween20 est aussi complexe que celui 
préparé avec de l’eau, ceci indique qu’avec du Tween20 autant de protéines sont extraites 
qu’avec de l’eau.  
La fraction prélevée en UC (UC 25%) correspondant aux plus faibles masses molaires dans 
laquelle se trouve de l’activité semble constituée de petites protéines (de taille inférieure à 80 
kDa une fois dénaturées) et peu diversifiées (6 bandes). 
La première fraction collectée en chromatographie d’exclusion stérique présente la même 
composition que l’extrait brut. Le profil présente des protéines sur la totalité de la gamme de 
masse moléculaire. Pourtant, d’après la calibration de la colonne, les protéines de cette 
fraction auraient des masses molaires comprises entre 275 et 600 kDa. Ces protéines 
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éluées au volume d’exclusion sont, au vu du gel PAGE, constituées d’agrégats de protéines 
de masses molaires inférieures à 40 kDa. Le profil de la fraction suivante (de 15 à 20 min) 
qui d’après la calibration de la colonne contient de protéines allant de 95 à 275 kDa, 
présente les mêmes protéines que la fraction précédente, mais en plus faible quantité. Enfin, 
dans la fraction d’intérêt, toutes les protéines une fois dénaturées ont une masse moléculaire 
inférieure à 40 kDa, cette fraction ne contient donc pas ou peu d’agrégats, puisque la 
calibration de la colonne indique que dans cette fraction, les protéines éluées ont une masse 
comprise entre 20 et 95 kDa. De plus, dans cette fraction, il ne se trouve plus aucune 
protéine majoritaire de l’extrait brut (50 et 13 kDa), correspondant à la RubisCO (cf. 
§II.2.3.3). Malgré la faible quantité de signal dans la fraction de SEC de petite taille 
(déterminée par le test d’activité béta-galactosidase (cf. §II.2.3.5.b)), la technique a permis 
de bien simplifier la composition protéique.  
La chromatographie d’exclusion stérique pour un extrait de feuilles de M. sativa, 
préparé dans une solution de Tween20 à 0,1%, sera une étape nécessaire à la 
purification du signal.  
Par contre, bien qu’informative, l’ultracentrifugation dans un gradient de glycérol ne peut pas 
être considérée comme une étape de purification, car la présence de glycérol nuirait aux 
étapes suivantes et à l’analyse structurale finale.  
Afin de pouvoir purifier la protéine signal d’intérêt, il faut déterminer d’autres voies 
d’isolement du signal, afin d’éliminer d’autres protéines dont la taille serait du même ordre de 
grandeur. Pour cela, la séparation du signal peut être mise en place en jouant sur d’autres 
propriétés physico-chimiques qui n’ont pas encore été évoquées : le point isoélectrique (Pi), 
la balance hydrophile / hydrophobe, etc. 
 
II.2.4) Détermination de caractéristiques spécifiques de la protéine 
signal  
II.2.4.1) Détermination du point isoélectrique de la protéine signal 
Le point isoélectrique d’une protéine est une propriété intrinsèque à cette protéine, 
dépendante de sa composition en acides aminés. En effet, les acides aminés ont des pKa 
différents et confèrent à la protéine la propriété d’être sous forme neutre apparente à un pH 
bien précis. En s’appuyant sur cette propriété nous avons tenté de déterminer les pH limites 
dans lesquels la protéine signal est soluble dans l’eau (ionisée), sans pour autant perturber 
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le test béta-galactosidase, en tuant, par exemple, les bactéries nécessaires au test, tout en 
précipitant les protéines neutres à ces pH. 
Pour cela, nous avons préparé l’extrait dans l’eau, qui a ensuite été digéré par la protéinase 
K, pendant 1h à 37°C, afin d’obtenir une forte activité au départ. Nous avons ensuite modifié 
le pH de 6 à 9, en revenant au final à pH 7, en éliminant les précipités formés à chaque 
étape (Figure 27A). Afin de vérifier les effets de cette expérience nous l’avons reproduite 
dans les mêmes conditions, hors digestion par la protéinase K (Figure 27B). 
 
Figure 27 : Etude de l’activité béta-galactosidase (U Miller) d’extraits de Medicago sativa A) à l’eau 
puis digéré par la protéinase K 1h à 37°C, B) à l’eau sans digestion, dont le pH a été modifié afin de 




On constate pour les deux expériences que l’activité est conservée dans les surnageants à 
pH 6, 9 et 7. Le point isoélectrique de la protéine signal n’aurait donc pas été atteint puisque 
la protéine signal n’a pas précipité. On peut en déduire que son point isoélectrique est soit 
inférieur à pH=6, soit supérieur à pH=9. Nous ne pourrons pas déterminer sa valeur, puisque 
ces pH sont les limites dans lesquelles le test d’activité est réalisable dans de bonnes 
conditions. La précipitation isoélectrique peut servir d’étape de pré-purification du 
signal, car elle élimine une bonne quantité de protéine tout en conservant le signal.  
 
II.2.4.2) Balance hydrophile / hydrophobe de la protéine signal 
Afin de déterminer la balance hydrophile/ hydrophobe de cette protéine signal, nous avons 
mis en place une expérience qui doit préserver la conformation du signal et d’autre part ne 
doit pas perturber le test béta-galactosidase. Pour cela, nous avons eu recours à l’extraction 
sur phase solide (SPE), sur silice greffée C8. Cette phase étant apolaire, les protéines 
polaires seront peu retenues, ce qui n’aurait pas été le cas avec une phase de silice normale 
(non greffée). La C8 est toutefois moins apolaire qu’une phase C18 sur laquelle la plupart 
des protéines seraient retenues. Les conditions d’élution avec une phase C18 auraient 
nécessité des solvants organiques, incompatibles avec notre test d’activité. Avec une phase 
C8, il est possible d’éluer les protéines avec des solutions aqueuses. Un extrait préparé avec 
une solution de Tween20 à 0,1%, à raison de 1mL par 200mg de feuilles est traité de la 
façon suivante : déposé, puis élué successivement avec de l’eau, une solution de tampon 
TRIS 50mM pH=9, puis une solution de Tween20 à 0,1%. Entre chaque séquence d’élution, 
la phase est amenée à sec afin de ne pas mélanger les différents éluants. Un test d’activité 





Figure 28 : Moyenne des activités béta-galactosidase (U Miller) mesurées sur des extraits de 
Medicago sativa préparés avec 1mL d’une solution de Tween20 à 0,1% par 200 mg de feuilles, 
déposé sur une phase C8 de volume mort 1,2 mL et élué au moins deux fois avec 1mL de différentes 
solutions aqueuses : eau seule (H2O), solution de tampon TRIS 50mM pH=9 (pH9) et une solution de 
Tween20 à 0,1% (Tween). Echantillons contrôles : extrait placé à -80°C une fois préparé (avant C8) et 
extrait subissant les conditions de température subies au cours de l’expérience (pendant C8). 
 
L’élution à l’eau (2x1mL) présente une activité béta-galactosidase, laissant supposer que soit 
l’extrait déposé a saturé la colonne (la totalité des protéines en excès, dont le signal, 
ressortent), soit la protéine signal est agrégée à d’autres protéines plus hydrophiles. Une 
élution avec un tampon TRIS 50mM pH=9 (2x1mL) présente une activité béta-galactosidase. 
La protéine signal pourrait être légèrement hydrophobe à pH neutre. Le fait qu’elle soit éluée 
signifie probablement qu’elle n’est pas sous forme neutre, ce qui pourrait confirmer les 
résultats obtenus lors des précipitations par variation de pH (cf. §II.2.4.1). Cependant il est 
aussi possible que la protéine signal soit entrainée par les protéines avec lesquelles elle est 
agrégée. L’élution avec une solution de Tween20 à 0,1% (3x1mL) présentent une activité. 
Ceci semble indiquer que la protéine signal est soit encore présente sur la phase, soit était 
précipitée sur la zone de dépôt. Ainsi, la protéine signal est soit plutôt hydrophobe, soit, une 
fois encore, agrégée à des protéines qui l’ont entrainée. Toutefois, la totalité de la quantité 
initiale de protéine signal a été éluée.  
Cette extraction sur phase solide pourrait donc être utilisée, comme étape de 




II.2.4.3) Analyse SDS-PAGE des fractions issues des étapes de purification de la 
protéine signal 
Afin de comprendre les étapes mises en place en vue de purifier le signal et de connaître la 
composition des fractions d’intérêt ainsi générées, des analyses par SDS-PAGE ont été 
mises en place, pour la précipitation isoélectrique et l’élution en SPE sur phase C8. 
 
II.2.4.3.a) Analyse SDS-PAGE des fractions d’intérêt issues de la précipitation 
isoélectrique 
Les surnageants et précipités obtenus lors de la précipitation isoélectrique ont été analysés 
par SDS-PAGE (Figure 29).  
 
Figure 29 : Analyses SDS-PAGE des fractions d’intérêt issues de la précipitation par variation de pH. 
Gel 12% d’acrylamide, dépôt de 10µL de protéine standard (ladder). Les échelles de masse 
moléculaire sont exprimées en kDa. 
 
Les précipités et surnageants aux différents pH conservent la même composition. Cela 
signifie que peu de protéines ont été précipitées. Les profils protéiques des précipités sont 
effectivement moins riches en protéines, et seules les protéines majoritaires de l’extrait de 
départ sont visibles. Cependant, le précipité à pH=9 a un profil différent : la bande majoritaire 
à environ 50 kDa est absente et les protéines précipitées sont un peu plus grosses que dans 
les autres précipités. Cette étape peu servir de pré-nettoyage de l’extrait, car il permet 
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d’éliminer des protéines sans diminuer significativement la quantité de protéine signal. 
Toutefois, la complexité de l’échantillon reste la même, donc ces précipitations ne pourront 
servir d’étape de purification.  
 
II.2.4.3.b) Analyse SDS-PAGE des fractions d’intérêt de la SPE sur phase C8 
Les fractions contenant le signal suite à l’élution en SPE sur phase C8 et l’extrait brut de 
départ sont analysées par SDS-PAGE 12% (Figure 30).  
 
Figure 30 : Analyses SDS-PAGE des fractions d’intérêt issues de la purification par SPE sur C8. A) 
Gel 12% d’acrylamide, dépôt de 5µL de protéine standard (ladder). B) Gel 15% d’acrylamide, dépôt de 
10µL de protéine standard (ladder). Les échelles de masse moléculaire sont exprimées en kDa. 
 
On constate que la fraction correspondant à l’élution à l’eau contient les mêmes protéines 
que l’extrait brut (Figure 30A). Il semblerait donc que cette fraction corresponde à une 
saturation de la colonne lors du dépôt, puisque les protéines n’ont pas interagit avec la 
phase C8. La fraction qui a été éluée avec un tampon TRIS 50mM à pH=9 contenant le 
signal (Figure 30A, et mieux résolu Figure 30B), présente un profil beaucoup plus simple, et 
fait ressortir des protéines qui n’étaient pas détectables auparavant, et en particulier celle 
que l’on avait relevée pour le précipité à pH=9 (cf. §II.2.4.3.b), dont la masse moléculaire est 
supérieure à 55 kDa. Une fois dénaturées ces protéines ont des masses molaires inférieures 
à 50kDa et pourraient donc correspondre à la protéine signal « seule ».  
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II.3)  Conclusions 
 
Ces travaux nous ont permis d’acquérir de nombreuses données sur le signal émis par la 
plante dans le cadre de la régulation négative de l’infection bactérienne, lors de la symbiose 
entre Sinorhizobium meliloti et Medicago sativa. Nous avons mis en évidence que ce signal, 
extrait des feuilles de la plante, ou des nodules, est de nature protéique. Ce signal est 
instable dans l’extrait de plante, puisque sa quantité de départ diminue de moitié en 3 jours à 
15°C ou en 6 jours à 4°C. Il est toutefois possible de le conserver à -80°C et à -20°C (sous 
certaines conditions). La taille de cette protéine semble comprise entre 20 et 95 kDa. 
Toutefois, nous avons constaté un phénomène d’agrégation persistant qui pourrait fausser 
nos résultats et en particulier l’estimation de la masse moléculaire. Néanmoins, nous avons 
mis en œuvre plusieurs méthodes (ultracentrifugation dans un gradient de glycérol et 
chromatographie d’exclusion stérique, utilisation de tensio-actif) pour déterminer la taille de 
cette protéine signal, avec des résultats concordants. Nous avons également cherché à 
déterminer son point isoélectrique, mais le test biologique nous permettant de visualiser le 
signal n’a pas permis de l’atteindre, l’expérience indique tout de même qu’il peut être 
inférieur à pH=6, ou supérieur à pH=9. Enfin, nous avons évalué la balance 
hydrophile/hydrophobe du signal qui semble plutôt hydrophile, puisque 2 lavages au tampon 
TRIS à pH=9 permettent de l’éluer d’une phase C8. La détermination des différentes 
caractéristiques de cette protéine nous permet d’envisager une voie de purification en vue de 
sa caractérisation structurale. Dans ce but, nous avons envisagé la combinaison d’une 
chromatographie d’exclusion stérique suivie par une élution en SPE sur phase C8. La faible 
stabilité du signal ne nous a pas permis d’obtenir un résultat satisfaisant. Cette voie de 






































III) Chapitre 2 :  
A) Introduction générale 
 Rôle des EPS dans la symbiose fixatrice d’azote 
 
 







Dans ce chapitre, nous allons nous focaliser plus particulièrement, sur les caractérisations 
structurales qui nous ont permis d’étudier des relations structure/activité au niveau des 
exopolysaccharides de certaines Rhizobiaceae, en particulier : Sinorhizobium meliloti et 
Rhizobium leguminosarum, utilisée comme bactéries de référence pour Rhizobium sullae. 
 
III.A.1)  Structure et rôle des EPS des Rhizobiaceae 
 
 III.A.1.1) Différences entre les 3 rhizobia étudiées 
Taxonomiquement, il y a une quinzaine d’années les Rhizobiaceae comptaient trois grande 
familles : Azorhizobium ; Bradyrhizobium et Rhizobium. Les Rhizobium ont été récemment 
re-classifiés en trois nouveaux genres, basé sur différents critères (séquence du gène nodA, 
vitesse de croissance, etc.) : Rhizobium, Mesorhizobium et Sinorhizobium (Figure 1) (Wayne 
et al. 2010). Nous allons continuer à nous intéresser au modèle européen (étudié tout au 
long de cette thèse) : Sinorhizobium meliloti. Toutefois, notre intérêt s’est également porté 
sur une autre espèce de Rhizobium : Rhizobium sullae dont le modèle américain, Rhizobium 




Figure 1 : Arbre phylogénétique des Rhizobiaceae. Sinorhizobium meliloti, Rhizobium sullae et 3 
Rhizobium leguminosarum en encadré (Wayne et al. 2010).  
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Une souche de rhizobia interagit préférentiellement avec une espèce de plante. Selon la 
zone géographique où s’établit la symbiose, les rhizobia diffèrent, y compris au sein d’une 
même espèce bactérienne. Les espèces auxquelles nous nous intéressons ont une 
répartition géographique très différente. Ainsi Sinorhizobium meliloti interagit 
préférentiellement avec Medicago sativa (la luzerne). Pourtant, elle vit dans des 
environnements très divers, puisque Medicago sativa, originaire d’Asie mineure et du 
Proche-Orient pousse à l'état endémique dans tout le bassin méditerranéen, en Afrique du 
Nord, au Moyen-Orient, ainsi que dans une grande partie de l'Europe, en Sibérie, dans le 
nord de l'Inde et en Chine (Rangin 2008), c’est pourquoi de nombreuses souches sauvages 
existent, S. meliloti 2011 a été choisie pour modèle ainsi que S. meliloti 1021 (Sm2011 
auquel on a ajouté une résistance à la tétracycline). Rhizobium leguminosarum  quant à lui 
se différencie en deux biovars R. Leguminosarum bv trifolii et R. leguminosarum bv viciae 
interagissant respectivement avec les plantes du genre Trifolium (le trèfle) et les plantes du 
genre Vicia (la vesce) qui prolifèrent majoritairement dans les zones tempérées de 
l’hémisphère nord (Dénarié et al. 1992). Rhizobium sullae, auquel nous nous sommes 
particulièrement intéressé, interagit avec Hedysarum coronarium (le sainfoin) et vit dans des 
sols de zones arides à semi-désertique du sud de l’Italie et de l’Algérie (Squartini et al. 
2002). 
De telles différences dans les environnements impliquent forcément des stratégies 
d’adaptations aux zones froides (Sibérie) ou chaudes (Maghreb). Cela est souvent le fait de 
composés membranaires (phospholipides, polysaccharides), mais aussi extracellulaires 
comme les exopolysaccharides (EPS). Nous allons nous intéresser de fait aux rôles des 
EPS dans les interactions symbiotiques et dans l’adaptation des bactéries à leur 
environnement. 
  
III.A.1.2) Relations structure/activité des EPS rhizobiens 
III.A.1.2.1) Structure des EPS de S. meliloti et R. leguminosarum 
Les différences observées quant à leur répartition géographique et leur spectre d’hôte 
pourraient être reliées aux EPS de ces Rhizobiaceae, qui diffèrent par leur structure. Leur 
rôle symbiotique demeure essentiel, bien que les relations structure/activité identifiées soient 
bien différentes.   
La structure des EPS de S. meliloti et des R. leguminosarum est connue (Figure 2) 




Figure 2 : Structure des unités répétitives sous forme semi-développée (Skorupska et al. 2006) et 
développée des EPS de : A et B) Sinorhizobium meliloti, C et D) 2 souches de Rhizobium 
leguminosarum bv trifolii et E) Rhizobium leguminosarum bv viciae. Abréviations : Glc, glucose ; Gal, 
galactose ; GlcA, acide glucuronique ; OAc, acétate ; OSucc, succinate.   
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Deux types d’EPS ont été publiés pour le modèle Sinorhizobium meliloti 2011. Les structures 
des EPS de type I (succinoglycanes) et des EPS de type II (galactoglucanes) de S. meliloti 
sont glucosylés et galactosylés. Les substituants non glycosidiques sont le pyruvate, 
l’acétate et le succinate, dont les EPSI sont riches. Les EPS de R. leguminosarum sont 
également glucosylés et galactosylés, et ils contiennent en plus de l’acide glucuronique. Les 
substituants sont également des pyruvates et rarement des acétates, on note qu’il n’y a pas 
de succinate. Il n’y a donc pas d’EPSI. Les structures des EPS de ces deux rhizobia sont 
relativement différentes. D’ailleurs, même au sein du genre R. leguminosarum, tant en terme 
de taille de l’unité répétitive qu’en terme de polarité (Figure 2C et 2E). Les EPS de R. 
leguminosarum sont composés de sucre acides ce qui change les propriétés des EPS, les 
rendant, d’une part, globalement plus polaires et d’autre part, leur conférant des propriétés 
rhéologiques particulières (plus de liaisons hydrogènes, une sphère d’hydratation plus 
dense). Les EPS de S. meliloti portent des groupements succinyle qui augmentent 
l’encombrement stérique, le groupement étant encombrant, mais ajoutant des groupements 
acides.  
 
III.A.1.2.2) Rôle intrinsèque des EPS de Rhizobiaceae 
Quelque soit la rhizobia, le rôle intrinsèque des EPS est le même pour les bactéries 
séjournant dans le sol. En effet, de par leur abondance, leur nature fortement chargée et leur 
localisation à l’extérieure de la surface bactérienne, les EPS servent de barrière protectrice 
contre les agents extérieurs (phages, variation d’humidité, de pH, de salinité, etc.) (Spaink 
2000 ; Lepek et D’Antuono 2005). Ils seraient également impliqués dans les phénomènes 
d’adhésion à diverses surfaces et pourraient être utilisés comme ‘‘garde-manger’’ en cas de 
pénurie (Fraysse et al. 2003). Chez R. leguminosarum les EPS sont essentiels à la formation 
de biofilms, constituant une matrice dans laquelle les bactéries se déplacent. Il a été 
constaté que chez S. meliloti, les EPSII de faible masse molaire (LMW EPSII) jouent 
également un rôle important dans la formation de ces biofilms (Rinaudi et Gonzalez 2009 ; 





III.A.1.2.3) Rôle symbiotique des EPS  
De nombreux travaux ont été effectués afin de déterminer le rôle symbiotique des EPS, qui 
ont été synthétisés dans de nombreuses revues (Spaink 2000 ; Fraysse et al. 2003 ; 
Skorupska et al. 2006 ; Janczarek 2011). Pour la symbiose fixatrice d’azote, il existe deux 
types de nodules : déterminés et indéterminés (Gray et al. 1991). Selon la nature du nodule 
formé pour un couple symbiotique, les EPS ont un rôle plus ou moins essentiel. Ainsi ces 
polysaccharides semblent essentiels pour la mise en place des interactions formant des 
nodules indéterminés (Fraysse et al. 2003, Skorupska et al. 2006 ; Janczarek 2011). Il a 
aussi été démontré que les EPS acides, tels que les EPS de Rhizobium leguminosarum ou 
de Sinorhizobium meliloti, sont nécessaire à l’infection, puisque les mutants dépourvus de 
tels EPS sont incapables de prolonger les cordons d’infection. Toutefois, en ajoutant des 
EPS purs en très faible concentration (10-6 M), provenant d’une souche non déficiente en 
EPS, l’infection se rétablie (Battisti et al. 1992 ; Laus et al. 2004). Ceci montre bien que les 
EPS sont essentiels à la formation du nodule indéterminé. Dans le cas des couples 
symbiotique donnant lieu à des nodules déterminés, les EPS ne semblent pas jouer un tel 
rôle. Une telle différence est expliquée par le fait que la formation des deux types de nodule 
passe par une morphogénèse tout à fait différente (Leigh et Coplin 1992 ; Fraysse et al. 
2003). i) Pour former un nodule déterminé, les bactéries se propagent dans la racine 
jusqu’au cortex par division de cellules végétales infectées. ii) La formation du nodule 
indéterminé requiert la migration des bactéries entre les cellules « saines » de la racine pour 
atteindre les cellules corticales nouvellement développées qui formeront le nodule, ce n’est 
qu’à ce moment là qu’elles sont infectées. Les EPS seraient nécessaires pour que cette 
migration soit efficace, parce que, d’une part, ils serviraient à la structuration du cordon 
d’infection et d’autre part ils inhiberaient les réactions de défense de la plante, en masquant 
les antigènes des bactéries (Niehaus et al. 1993). Par ailleurs, il n’est pas exclu, que les EPS 
constituent un signal reconnu par la plante (Pellock et al. 2000 ; Fraysse et al. 2003 ; 
Skorupska et al. 2006 ; Gibson et al. 2008 ; Downie 2010). Malheureusement ces 
mécanismes d’action demeurent encore inconnus.  
Les EPS dont les relations structure/activité ont été les plus étudiées sont les 
succinoglycanes de Sinorhizobium meliloti (le modèle européen). Il a été démontré que 
l’infection et la nodulation sont inefficaces si ces succinoglycanes ne sont pas produits 
(Pellock et al. 2000). D’autres travaux ont montré que ce sont les succinoglycanes de faible 
masse molaire (LMW) et en particulier les trimères qui sont nécessaires à la reconnaissance 





Figure 3 : Structure du trimère de succinoglycanes. Les positions U, V, W, X, Y et Z peuvent être 
succinylées, de façon aléatoire. Abréviations : Glc, glucose ; Gal, galactose ; Ac, acétate ; Pyr, 
pyruvate. (Wang et al. 1999) 
 
La spécificité de l’interaction entre un rhizobium et sa plante hôte est fortement déterminée 
par les succinoglycanes (Simsek et al. 2007 ; Gibson et al. 2008). Il n’a cependant pas 
encore été clairement démontré que les succinoglycanes sont responsables de la 
suppression des défenses de la plante-hôte. Ce rôle leur est toutefois attribué car une étude 
par microscopie a montré la lignification et l’aberration des canaux d’infection lors de 
l’infection par des mutants sans EPS (Brewin 1998). 
Ces relations structure/activité ont été bien moins étudiées chez Rhizobium leguminosarum. 
Il a été démontré que les groupements ester (OAc) présents sur les EPS ne déterminent pas 
la spécificité d’hôte (O’Neill et al. 1991), contrairement aux succinates des EPSI de 
Sinorhizobium meliloti. En effet, les EPS de R. leguminosarum bv trifolii purs restaurent 
l’infection chez les mutants  de R. leguminosarum bv trifolii dépourvus d’EPS (Djordjevic et 
al. 1987), mais aussi chez les mêmes mutants de R. leguminosarum bv viciae (Van Workum 
et al. 1998). Le groupement acétate n’est donc pas spécifique de l’hôte, puisque les EPS de 
R. leguminosarum bv viciae n’en portent pas (cf. figure 2). D’autres travaux (Laus et al. 
2004) ont également permis de déterminer que les EPS de Rhizobium leguminosarum bv 
viciae sont essentiels pour une infection réussie, puisqu’ils empêchent l’auto-agglutination 
des bactéries. De plus, le fait que les EPS soient autour de la bactérie évite un contact direct 
entre la bactérie et les cellules de la plante ce qui prévient des réponses défensives de la 
plante, et protège la bactérie des chocs osmotiques lorsqu’elle pénètre à l’intérieur des 
cellules corticales. En résumé, le rôle symbiotique des EPS des R. leguminosarum 
correspond plutôt au rôle intrinsèque des EPS (cf. §III.A.1.2.2), permettant une adaptation à 
la situation symbiotique. 
Cette connaissance des rôles intrinsèques et symbiotiques attribués aux EPS, va nous 
permettre d’étudier plus en détails, dans ce chapitre, les structures et les rôles des EPS 
100 
 
provenant de deux espèces de Rhizobiaceae. Nous avons étudié, d’une part, la production 
et la structure des EPS de Sinorhizobium meliloti 1021 ainsi que de ses mutants affectés 
dans la régulation de l’infection. D’autre part, nous avons effectué une caractérisation 
structurale complète d’une unité répétitive d’EPS de Rhizobium sullae. Nous avons 
découvert que les EPS de cette espèce ont une structure singulière, car ils contiennent du 
fucose en quantité.  
La source de carbone affectant la structure de ces EPS, nous avons pu en étudier une 
relation structure/activité, suivie quant à la capacité de R. sullae  (selon la source de 
carbone) à noduler sa plante hôte naturelle: Hedysarum coronarium. Nous avons également 
mesuré les propriétés rhéologiques des ces EPS, afin de comprendre ce qui permet à cette 











III) Chapitre 2 : 
B)  
Etude de la structure des EPS produits par Sinorhizobium meliloti 












La biosynthèse des EPS a été bien étudiée chez Sinorhizobium meliloti, modèle européen 
des Rhizobiaceae, (Spaink 2000 ; Fraysse et al. 2003 ; Janczarek 2011). Au cours de la 
biosynthèse, tout un groupe de gène contrôle les différents paramètres de production et de 
structure de ces EPS. L’analyse phénotypique de mutants bien définis de Sinorhizobium 
meliloti a permis de comprendre le rôle de nombreux gènes impliqués dans la biosynthèse 
des EPS et leur régulation par la bactérie. 
Les EPS produits chez Sinorhizobium meliloti présentent une population diverse constituée 
des EPSI (succinoglycanes) et EPSII (galactoglucanes) (cf. Introduction du Chapitre 2). La 
structure des EPSI a été déterminée par HPLC-MS (Aman et al. 1981) et par RMN (Wang et 
al. 1999), celle des EPSII a été déterminée par combinaison de méthodes enzymatiques, 
chimiques et spectroscopiques (Her et al. 1990) et par ESI-MS (Reinhold et al. 1994).  
 
Les EPSI sont constitués d’une unité répétitive octamérique ramifiée, elle-même composée 
de 7 glucoses et 1 galactose et de substituants non osidiques (succinate, pyruvate, acétate) 
liés au squelette saccharidique (Figure 1).  
 
Figure 1 : Schéma de la structure d’une unité répétitive de l’EPSI de Sinorhizobium meliloti 
comportant le rôle des gènes (Exo) qui interviennent lors de la biosynthèse de cette unité répétitive. 
(Spaink 2000).  
 
Le béta-galactose constitue le sucre réducteur et est lié en béta-1,4 au premier glucose de 
l’unité suivante. Un enchaînement de 3 glucoses, liés par liaison béta-1,4 précède ce 
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galactose. Le glucose central de cette chaine est substitué en 6 par un groupement acétyle, 
le premier glucose porte la ramification, puisqu’il est lié en 6 au reste de l’unité répétitive et 
en 4 à l’unité répétitive voisine. Dans cette chaine latérale, les 4 glucoses sont liés par des 
liaisons béta-1,6, puis des liaisons béta-1,3. Le dernier glucose est substitué en 4 et 6 par un 
groupement pyruvyle. Les deux glucoses suivant le pyruvylé sont ou non substitués en 6 par 
un groupement succinyle.  
Les enzymes permettant de construire l’unité répétitive sont indiqués sur la figure 1 (Spaink 
2000). La plupart d’entre eux sont essentiels pour la biosynthèse des EPS. Le gène ExoY 
l’est plus particulièrement puisqu’il code pour l’enzyme qui intervient lors de la première 
étape de la biosynthèse de l’EPSI. Si exoY est bloqué, la bactérie ne produit aucun EPSI 
(Fraysse et al. 2003 ; Skorupska et al. 2006). Le gène exoH est essentiel pour la symbiose il 
code la protéine ExoH qui intervient pour la succinylation de l’EPSI. Sans succinylation 
l’EPSI perd son activité biologique, ce qui se traduit par l’avortement des cordons d’infection. 
La protéine ExoZ responsable de l’acétylation du succinoglycane semble aussi essentielle, 
puisque sans l’expression du gène exoZ, l’activité de l’EPSI diminue fortement vis-à-vis de 
l’initiation et de l’élongation du cordon d’infection (Cheng and Walker 1998).  
Les EPSII sont constitués d’une unité dimérique linéaire de galactose et de glucose en 
proportion égale, le galactose est substitué en 4 et 6 par un pyruvyle, le glucose est 
substitué en 6 par un acétate (Figure 2) (Becker et al. 2002).  
 
Figure 2 : Schéma de la structure d’une unité répétitive de l’EPSII de Sinorhizobium meliloti 
 
Les deux hexoses sont liés par une liaison alpha-1,3. Les gènes auxquels qui sont exprimés 
lors de la biosynthèse de ces galactoglucanes sont les suivants : wge, wga, wgd, wgcA et 
wggR (anciennement nommés expE, expA, expD, expC et expG) (Becker et al. 1997 ; 
Becker et al. 2002 ; Bahlawane et al. 2008 ; Janczarek 2011). Leur rôle précis n’a pas été 
clairement attribué. 
Les EPSI et EPSII ont des biosynthèses parallèles. Plusieurs gènes permettent de réguler la 





Figure 3 : Schéma récapitulatif de la régulation des voies de biosynthèse des EPSI de faible masse 
molaire (LMW) et de forte masse molaire (HMW) et des EPSII, présentant les principales protéines 
intervenants dans cette régulation.  
 
En effet, une multitude de gènes sont exprimés pour la régulation des biosynthèses des 
EPSI et II. L’axe commun de ces deux biosynthèses et de celle des LPS 
(lipopolysaccharides) correspond à la transformation du glucose-6-phosphate en uridyle-
diphosphate-glucose (UDP-Glc) puis en UDP-galactose (UDP-Gal). A partir de cette voie 
commune, des groupes de gènes exo et wg sont exprimés pour construire les EPS (cf. 
Figure 1). D’autres gènes appartenant à ces mêmes familles (exo et wg) sont exprimés au 
cours des biosynthèses pour réguler positivement ou négativement les biosynthèses des 
EPSI et EPSII respectivement. Par exemple, le gène exoR est exprimé pour inhiber la 
106 
 
biosynthèse des succinoglycanes (EPSI). Alors que l’expression du gène exoS stimule cette 
biosynthèse, lorsque la bactérie se trouve dans des conditions de forte osmolarité (par 
exemple dans un milieu très salin). Les protéines WggR (ou MucS) et ExpR accroissent la 
synthèse des galactoglucanes (EPSII). Enfin, la protéine MucR est un régulateur clé qui 
favorise la biosynthèse des EPSI au détriment de la biosynthèse des EPSII.  
Une fois la sous-unité de base synthétisée, les EPSI de forte masse molaire (HMW EPSI) 
sont polymérisés par l’intervention du gène exoQ. Les succinoglycanes de faible masse 
molaire (LMW EPSI) peuvent être synthétisés soit directement, soit par dégradation des 
HMW EPSI, via les protéines ExoK et ExoH. Cette voie est réprimée dans des conditions de 
carence en azote et de forte osmolarité du milieu. Les LMW EPSI peuvent également être 
directement exportés par les protéines ExoP et ExoT (Spaink 2000 ; Fraysse et al. 2003 ; 
Skorupska et al. 2006 ; Janczarek 2011).  
Pour les travaux présentés dans ce chapitre, nous nous sommes intéressés à la souche 
Sinorhizobium meliloti 1021 qui est avec S. meliloti 2011 un des modèles de Rhizobiaceae 
utilisée en laboratoire. Sm1021 a cependant l’avantage de porter un gène de résistance à la 
tétracycline. La biosynthèse des EPS de cette dernière n’est pas tout à fait conforme à celle 
qui vient d’être présentée. En effet Sm1021 possède une copie interrompue du gène expR. 
L’absence de cette protéine régulatrice implique l’absence de système ‘‘quorum-sensing’’ 
(pas de synchronisation de l’expression ou répression des gènes de la biosynthèse des 
EPSII) et donc peu de production d’EPSII (Glenn et al. 2007), ceux-ci pouvant être produits 
par une autre voie de régulation notamment lors de carence en phosphate dans le milieu 
(Janczarek 2011). Comme S. meliloti 1021 est très utilisée en laboratoire, la biosynthèse 
(Reinhold et al. 1994 ; Leigh and Walker 1994) et la structure (Reuber and Walker et al. 
1993 ; Leigh and Walker 1994) des succinoglycanes ont beaucoup été étudiées chez cette 
souche.  
Depuis ces travaux, de nouveaux gènes clés dans la régulation de l’infection ont été 
identifiés comme ceux dépendants de la cascade AMPc. L’objectif de ces travaux est 
d’étudier le profil des EPS produits par S. meliloti 1021 en conditions d’activation ou 
d’inactivation de la cascade AMPc. On rappelle que lorsque la cascade AMPc est active 
dans le nodule, elle a pour but d’empêcher l’hyper-infection de la plante (cf. Chapitre 1). 
Nous nous sommes focalisés sur les EPS produits dans ces différentes conditions, car nos 
collaborateurs de l’INRA ont émis l’hypothèse que leur biosynthèse pourrait-être influencée 
par cette cascade et qu’ils pourraient ainsi jouer un rôle dans son phénotype. Dans ce 
chapitre, nous avons étudié en détail la variation de production, et de structure de ces EPS. 
Les modifications et mutations ont été mises en œuvre de manière à représenter les 
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conditions symbiotiques dans lesquelles se trouve la bactérie, lors de la régulation de 
l’infection.  
Les étapes de la cascade AMPc visées par ces modifications et mutations sont 
schématisées en figure 4. 
Une version tronquée de l’adénylate cyclase CyaD1 sans son domaine d’activation CHASE 2 
à été clonée dans un plasmide (pBBRMCS5). L’adénylate cyclase ainsi produite va 
synthétiser de l’AMPc de façon constitutive, sans ajout de signal végétal, et la cascade sera 
activée en permanence. Cette souche (1021 pBBRcyaD1deltachase2, notée CyaD1) permet 
de mettre la bactérie dans les conditions dans laquelle elle se trouve en symbiose vis à vis 
de l’activation de la cascade (Figure 4A). La référence biologique servant de contrôle à cette 
souche correspond à la souche 1021 ayant inséré le plasmide pBBRMCS5 vide (notée 
pBBR).  
Pour étudier l’implication de la cascade, notamment du régulateur Clr et du gène Smc02178 
dans la production des EPS deux autres souches portant le plasmide 
pBBRcyaD1deltachase2 ont été crées :  
- La souche 1021 Clr-cyaD1deltachase2 (notée Clr-) portant une mutation dans le régulateur 
Clr, permettra de déterminer le rôle du régulateur Clr dans la synthèse des EPS (Figure 4B).  
- Deuxièmement, la souche 1021 2178-pBBRcyaD1deltachase2 (notée 2178-) servira à 






Figure 4 : Schémas de Sinorhizobium meliloti 1021 lorsque la cascade AMPc est déclenchée par 
l’activation systématique de l’adénylate cyclase CyaD1 (mutant noté CyaD1) (A), puis bloquée par 
mutation inactivant la protéine régulatrice Clr (mutant noté Clr
-
) (B), ou bloquée par mutation du gène 





III.B.2)  Résultats et discussions 
 
III.B.2.1) Etude de la production des EPS 
Nous avons donc étudié la production et la structure des EPS chez les souches de 
Sinorhizobium meliloti 1021 notés : 1021 (pour la souche sauvage), pBBR, CyaD1, Clr- et 
2178-. Pour cela, nous avons effectué deux types de cultures bactériennes : la culture sur 
boîte de pétri et la culture en milieu liquide. A partir des surnageants des cultures liquides, 
les EPS produits ont été purifiés et étudiés. Pour estimer la production d’EPS, des cultures 
sur boîte de pétri des différentes souches ont été comparées au bout d’un même temps 
d’incubation. Les deux types de cultures ne sont pas comparables. En effet, la culture sur gel 
est sans doute plus proche des conditions de développement dans le sol (excepté 
l’abondance de l’eau et des nutriments). Par contre en milieu liquide, les EPS sécrétés se 
diluent dans le milieu et mettent beaucoup de temps à gélifier le milieu, d’autant plus que 
cette synthèse n’est importante qu’à partir de la phase stationnaire. La production des EPS 
(et le nombre de bactéries en phase stationnaire) y est donc difficile à contrôler.  
 
III.B.2.1.1) Production des EPS en milieu liquide 
 III.B.2.1.1.a) Culture des souches bactériennes 
Les 5 souches bactériennes ont été cultivées en parallèle de façon à pouvoir comparer les 
productions des EPS au bout d’un même temps de culture et dans une même phase de 
croissance (Figure 5).  
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Figure 5 : Courbes de croissance bactérienne des différentes souches étudiées représentées par le 
logarithme de la DO (absorbance) à 600 nm en fonction du temps. Cette expérience a été réalisée par 
Amandine Gastebois de l’équipe de Jacques Batut du LIPM de l’INRA d’Auzeville (31). 
 
Au cours de cette expérience, les différentes souches entrent en phase stationnaire 
quasiment en même temps et présentent la même DO à 600 nm. La croissance des 5 
souches a été arrêtée au bout de 16h passées en phase stationnaire, pour garantir un 
maximum de production d’EPS. Les expériences ont été faites trois fois avec la même durée 
d’incubation en phase stationnaire pour chaque série de souches, afin d’estimer la variation 
biologique liée à ce mode de culture. 
 
III.B.2.1.1.b) Quantité d’EPS produite pour chaque souche 
Afin de comparer la quantité de LMW EPS et HMW EPS produite pour les différentes 
souches, nous avons pesé les lyophilisats obtenus pour chaque souche, après purification. 
Nous avons constaté que ces pesées variaient considérablement d’un réplicat à l’autre 
(molécules hygroscopiques). De ce fait, nous avons réalisé un dosage à l’anthrone, afin de 
quantifier la concentration d’hexoses réelle dans les lyophilisats d’EPS. Ce dosage nous a 




Figure 6 : Histogramme représentant la production de HMW EPS et LMW EPS en mg/DO600nm finale. 
Les masses pesées (ramenée à la DO600nm de chaque souche) étant corrigées par la concentration 
d’hexose réelle dans l’échantillon, déterminée par  un dosage à l’anthrone.  
 
Les écarts entre les réplicats sont atténués lorsque la masse des EPS est corrigée par le 
dosage à l’anthrone des hexoses contenus dans les échantillons. Toutefois, de forts écarts 
persistent et peuvent être dû soit à la purification qui malgré le fait d’avoir été mise en place 
à l’identique n’est pas reproductible, soit à la variabilité biologique qui dans des cultures 
liquides peut être très importante. A partir de ce constat, nous ne considèrerons que les 
résultats obtenus pour le dosage des EPS au calcofluor qui sont plus reproductibles (cf. 
§III.B.2.1.2).  
 
III.B.2.1.2) Production des EPS sur milieu solide 
La production d’EPS a été suivie par culture sur boîte de pétri contenant du calcofluor 
(Figure 7), marqueur spécifique des liaisons béta-1,4 et béta-1,3 entre les glucoses (Leigh et 






Figure 7 : molécule de Calcofluor ou acide 4,4'-bis[4-[bis(2-hydroxyethyl)amino]-6-anilino-1,3,5-triazin-
2-yl]amino]stilbene-2,2'-disulphonique. 
 
La synthèse des EPSI est visualisée par l’apparition de fluorescence au niveau de la colonie 
lorsque la boite de pétri est placée sous une lampe UV. La zone de fluorescence formant un 
halo autour de la colonie correspond aux LMW EPS, qui sont les seuls à pouvoir diffuser 
dans le gel. Nous avons donc suivi la production des succinoglycanes des souches pBBR 
(référence biologique), CyaD1 (dont la cascade est activée) et Clr- (équivalent à 2178-, dont 
la cascade est activée puis bloquée), à 6 jours et 17 jours de culture (Figure 8).  
 
Figure 8 : Suivi de la production des EPSI des différentes souches de S. meliloti 1021 (pBBR, CyaD1 
et Clr
-
) par marquage au calcofluor, au bout de 6 jours et de 17 jours de culture sur milieu solide. 
Cette expérience a été réalisée par Amandine Gastebois de l’équipe de Jacques Batut du LIPM de 




Les résultats obtenus montrent que la souche CyaD1 produit des EPSI (HMW et LMW) 
plus précocement que les autres souches et surtout une plus grande quantité de LMW 
EPS (halo important). L’activation de la cascade AMPc stimulerait donc la production 
d’EPSI de faible masse molaire. Comme attendu, la souche Clr- produit les EPSI de la même 
façon que la souche pBBR. D’après les informations fournies par Amandine Gastebois, les 
souches 1021 et 2178- ont présenté le même comportement que la souche pBBR.  
Ces observations sont en accord avec notre hypothèse de départ : la cascade AMPc, 
qui est impliquée dans la régulation négative de l’infection, a un effet sur la synthèse 
des EPS.  
 
 III.B.2.2) Détermination de la structure des EPS 
III.B.2.2.1) Analyse GC-MS : composition monosaccharidique 
Afin de connaître la composition mono-saccharidique d’une unité répétitive, les LMW EPS et 
HMW EPS, obtenus à partir des cultures liquides, ont été analysés en GC-MS, après 
hydrolyse et silylation. Les chromatogrammes obtenus permettent de déterminer la 




Figure 9 : Chromatogrammes obtenus après hydrolyse acide et silylation pour A) un mélange 
standard de monosaccharides (Glucose, Galactose, Rhamnose, Fucose, Acide Galacturonique), B) 
les LMW EPS produits par Sm1021 et C) les HMW EPS produits par Sm1021.  
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Le chromatogramme obtenu à partir d’un mélange de monosaccharides standard à égale 
concentration (Figure 9A) permet de déterminer les temps de rétention des 
monosaccharides communément rencontrés et leur facteur de réponse. Les deux 
chromatogrammes (Figure 9B et 9C) présentent l’analyse des EPS de faible masse molaire 
et des EPS de forte masse molaire, respectivement, produits par Sm1021. Les 
chromatogrammes obtenus pour les LMW EPS et HMW produits par les autres souches sont 
tout à fait similaires. La forte analogie entre la fraction HMW et LMW est liée à la faible 
production des EPSII. En effet, les souches de Sm1021 ne possèdent pas le gène ExpR (cf. 
§III.B.1) permettant d’activer la production des EPSII. 
 
Figure 10 : Composition moyenne en nombre de Glucose pour un Galactose des HMW et LMW EPS 
produits par les différentes souches de Sinorhizobium meliloti 1021 étudiées.  
 
En effet, si l’on considère la tendance pour toutes les souches étudiées (Figure 10), l’unité 
répétitive moyenne des HMW EPS est constituée de moins de 7 glucoses pour 1 galactose, 
et celle des LMW EPS présente globalement 7 glucoses pour 1 galactose. Dans la 
littérature, les succinoglycanes (EPSI) ont une unité répétitive constituée de 7 glucoses et 
d’un galactose alors que les galactoglucanes (EPSII) ont des unités répétitives dimèriques 
Glucose-Galactose. Pour la plupart des souches, la fraction des EPS de faible masse 
molaire est essentiellement composée de succinoglycanes, sauf pour Sm1021 sauvage. La 
fraction des EPS de forte masse molaire semble quant à elle contenir une faible proportion 
de galactoglucanes. Ces légères variations, ne sont néanmoins pas significatives, car la 
variabilité de production d’EPSI ou II d’un réplicat à l’autre est grande. Toutefois, nous avons 
observé que la majorité des EPS produits par les souches de Sm1021 sont des EPSI, 
dont la proportion de glucose/galactose est de 7 pour 1, et correspond à ce qui a déjà 
été décrit dans la littérature.   
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III.B.2.2.2) Analyse ESI-MS : Enchaînement monosaccharidique et substitutions 
L’analyse de la composition mono-saccharidique en GC-MS est complétée par une analyse 
des LMW EPS en ESI-MS et ESI-MS/MS afin de déterminer la structure (l’enchaînement) 
des LMW EPS.  
 
 III.B.2.2.2.a) Etude des spectres ESI-MS 
Tous les LMW EPS produits par les 5 souches de S. meliloti 1021 ont des spectres de 
masse similaires (Figure 11). Les spectres de masse obtenus correspondent à l’analyse des 
échantillons bruts (Figure 11A) et présentent, de fait, diverses entités chargées. Un calcul de 
déconvolution a parfois été nécessaire pour retrouver les masses des composés 
monochargés (Figure 11B). 
 
Figure 11 : Spectres de masse obtenus par ESI-MS en mode négatif pour la fraction de LMW EPS de 
Sm1021 sauvage. A) Spectre de masse brut. B) Spectre de masse déconvolué. Abréviations : Ac, 
acétate ; Succ, succinate ; m/z, masse/charge.   
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On retrouve pour chaque souche, tel qu’indiqué en figure 11B, 8 types d’unité répétitive. 
Pour la série octamérique, une unité répétitive de plus basse masse correspondant à l’unité 
la moins substituée (m/z 1483), l’autre avec un groupement acétyle supplémentaire (m/z 
1525), une autre encore représentée par l’ion à m/z 1583 qui correspond à une unité 
répétitive octamérique avec un groupement succinyle en plus, et enfin une unité répétitive 
portant une acétylation et une succinylation supplémentaire (m/z 1625). Les ions m/z 1321, 
1363, 1421 et 1463 correspondent à une unité répétitive de type heptamérique avec les 
mêmes variations de substituants. Les proportions entre unités heptamériques et 
octamériques sont très variables d’un échantillon à l’autre et d’un réplicat à l’autre, nous 
n’avons donc pas cherché à interpréter la présence de ces deux séries d’unités répétitives. 
Ces deux tailles d’unité répétitive existent probablement à cause de l’activité de l’enzyme 
ajoutant le dernier hexose. Dans le domaine de m/z 2991 à 3233 (figure 11A), on retrouve 
les ions monochargés correspondant aux dimères. Cette population de dimères (en fait, 
hexadécamères) présente les mêmes variations dans les substitutions (+Ac, +Succ et 
+Ac+Succ). La proportion de dimère/monomère varie très peu d’une souche à l’autre et d’un 
réplicat à l’autre, la valeur étant environ de 20%. Les trimères quand à eux n’ont pu être 
observés. Néanmoins, la vague de potentiel utilisée pour la transmission au travers du 
quadripôle ayant été optimisée pour les masses m/z 500 à 2000, ne permet pas d’avoir tous 
les degrés de polymérisation des exopolysaccharides et est moins adaptée aux trimères 
qu’aux dimères des unités répétitives.  
 
 III.B.2.2.2.b) Etude des spectres ESI-MS/MS 
La localisation des substituants non osidiques a été déterminée en ESI-MS/MS (Figure 
12). La structure ainsi déterminée des succinoglycanes de Sm1021 est conforme à 
celle qui a déjà été trouvée dans la littérature (Reinhold et al. 1994).  
En effet, les fragments obtenus pour l’entité m/z 1625 (Figure 12A) montrent la perte d’un 
hexose (m/z 1463). Il y a donc un hexose terminal qui ne porte pas de substituant. On peut 
supposer qu’il s’agit du galactose terminal si l’on s’en tient à la structure déjà élucidée. 
L’unité répétitive qui a pour masse molaire 1626 g.mol-1 est nécessairement constituée de 8 
hexoses, un pyruvate, un acétate et 2 succinates. Les ions m/z 1363 et 1263 correspondent 
à la même fragmentation C de l’hexose terminal mais avec un et deux succinates en moins. 
A partir de l’ion m/z 1463, on observe la perte d’un hexose supplémentaire par fragmentation 
C (m/z 1301) qui contient également les entités sans les succinates (m/z 1201 et 1101). La 
fragmentation d’un hexose supplémentaire donne lieu aux ions m/z 997 et 897, liés à la 
succinylation. L’écart de masse entre les ions m/z 897 et 1101 (ainsi qu’entre les fragments 
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m/z 997 et 1201)  est de 204 uma, ce qui correspond à un hexose portant un acétate. On 
peut donc supposer que l’acétate est porté par l’hexose antépénultième, en accord avec la 
littérature (Reinhold et al. 1994). Enfin, l’ion m/z 735 correspond à une nouvelle perte 
d’hexose, à partir de l’ion m/z 897. Dans ce spectre de fragmentation, les ions m/z 1143 et 
939 correspondent à une fragmentation 2,4 A, à partir de l’ion m/z 1263 (et non 1625). En 
effet, l’hexose terminal et les succinates semblent être éliminés avant que cette 
fragmentation 2,4 A n’ait lieu. Entre les ions m/z 1143 et 939 l’écart de masse de 204 uma 
est également retrouvé et correspond à l’hexose acétylé. Cet acétyle est très probablement 
porté en position 6, car il n’est pas retrouvé sur le fragment ionisé lors de la fragmentation 
2,4 A. Ainsi la position de l’acétate a été redémontrée. 
L’ion m/z 1583 a également été étudié en ESI-MS/MS. Les fragments obtenus (Figure 12B) 
montrent la perte d’un hexose (m/z 1421). Les ions m/z 1321 et m/z 1221 correspondent à 
cette même fragmentation C, mais associé à une perte des succinates. La perte 
supplémentaire d’un hexose donne, selon la succinylation, les ions m/z 1259, 1159 et 1059. 
Les ions m/z 897 et 997 correspondent à une nouvelle perte d’hexose et l’ion m/z 735 à une 
de plus. Ces trois ions ont été repérés précédemment dans le spectre MSMS de l’ion m/z 





Figure 12 : Spectres ESI-MS/MS déconvolués obtenus pour les ions A) m/z 1625 et B) m/z 1583, 
présentant les différents ions fragments des deux unités répétitives des LMW EPS de Sm1021. 




 III.B.2.2.2.c) Variation des proportions de substitution pour les EPS issus des 
différentes souches 
Un fois ces structures élucidées, nous avons comparé les proportions de substitution selon 
la souche. En effet, si aucune différence notoire de séquence n’est vue entre les structure 
des EPS produits par les différentes souches étudiées, il est toutefois possible que la 
cascade AMPc modifie l’expression de gènes Exo (par exemple : ExoH, ExoZ) permettant 
l’ajout des substituants. Dans ce but, nous avons étudié les proportions des différentes 
unités répétitives, qui varient selon leurs substitutions (Figure 13).  
 
Figure 13 : Histogramme représentant les proportions moyennes de substitutions. Ces proportions 
correspondent à l’abondance de chaque type d’unité répétitive observé dans les spectres de masse 
(cf. Figure 11B, pour exemple) des différents réplicats pour les différentes souches étudiées. L’unité 
répétitive de base contient déjà une pyruvylation et une succinylation (d’où l’indication d’une 2éme 
succinylation). 
 
Les taux de substitutions ont été calculés en faisant la moyenne des unités répétitives 
observées dans les spectres de masse obtenus pour les 3 réplicats de chaque souche. De 
façon très générale, les formes acétylées sont majoritaires, indépendamment de la mutation. 
Les formes les plus simples, c'est-à-dire pyruvylées et succinylées une fois, sont moins 
courantes, sauf pour les souches mutées dans leur réponses à la cascade AMPc, c'est-à-
dire Clr- et 2178- où leur taux est comparable à celle des unités acétylées. Les unités 2 fois 
121 
 
succinylées présentent une variation selon la souche. Il semblerait que la souche CyaD1 soit 
la plus succinylée des souches modifiées dans leur cascade AMPc.  
Cette cascade AMPc activée et complète pourrait influencer le taux de succinylation 
des EPS LMW. Des études supplémentaires et complémentaires sont nécessaires pour 
d’une part affiner l’analyse statistique de la variation de substitution selon la souche et 
d’autre part pour mettre en relation cette variation de succinylation avec le phénotype 




III.B.3)  Conclusions 
 
Ces travaux ont été réalisés afin de déterminer l’influence de l’activation de la cascade AMPc 
sur la production et la structure des EPS de Sinorhizobium meliloti 1021. Nous avons émis 
l’hypothèse que les EPS pourraient jouer un rôle lors de la régulation négative de l’infection. 
Les résultats obtenus lors du marquage au calcofluor des EPSI produits par les souches 
cultivées sur milieu solide sont les seuls à appuyer cette hypothèse. En effet, la souche 
produisant constitutivement de l’AMPc (CyaD1) produit plus rapidement les succinoglycanes 
de forte masse molaire et de faible masse molaire que les autres souches, dont la cascade 
AMPc est inactive (pBBR) ou interrompue (Clr- et 2178-). De plus, le halo formé autour de 
cette colonie, produisant constitutivement de l’AMPc, montre une forte production de LMW 
EPSI. Les analyses structurales (composition mono-saccharidique, enchaînement des oses 
et proportion de substituants non glycosidiques) présentent une augmentation de la 
succinylation pour les EPS produits par cette même souche CyaD1. Les structures qui ont 
été déterminées convergent avec celles décrites dans la littérature pour Sm1021 sauvage et 
n’ont jamais été étudiées par MS/MS. Malgré nos travaux, le rôle des EPS dans la régulation 
de l’infection demeure flou. L’activation de la cascade AMPc semble augmenter la 
succinylation des EPS LMW et stimuler leur production. De nouvelles analyses structurales 
devraient être mises en place afin de réduire la variabilité des résultats en milieux liquides, et 
de trouver une tendance claire pour la production et la succinylation. Cette variabilité est 
probablement due à la variabilité biologique et à la non-répétabilité des cultures en milieu 
liquide. 
 













1021 efficace normal normale 
conforme à 
la littérature 
Ac ≥ Succ= base 
pBBR efficace normal normale 
conforme à 
la littérature 
Ac ≥ Succ ≥ base 
CyaD1 efficace normal 
Précoce, grande 
quantité de LMW 
conforme à 
la littérature 
Ac ≥ Succ > base 
Clr 
-
 inefficace hyperinfectieux normale 
conforme à 
la littérature 
Ac = base ≥ Succ 
2178
-
 inefficace hyperinfectieux normale 
conforme à 
la littérature 












III) Chapitre 2 : 
C) 
Etude des relations structure/propriété physique/activité des EPS 
de Rhizobium sullae. 
 
 
Le sainfoin (Hedysarum coronarium) plante hôte naturelle de R. sullae, vit dans les zones arides et 






III.C.1)  Introduction 
 
Rhizobium sullae interagit dans le cadre la symbiose fixatrice d’azote avec Hedysarum 
coronarium (le sainfoin). Ce couple symbiotique prolifère dans les zones arides voire semi-
désertiques. Dans ce chapitre, nous avons cherché à comprendre comment ces bactéries 
peuvent survivre dans des conditions si drastiques (sable, manque d’eau, etc.). Dans le 
cadre d’une collaboration avec le Laboratoire de Biologie Moléculaire et Cellulaire de 
l’Université de Mentouri à Constantine (Algérie), nous nous intéresserons plus 
particulièrement aux souches R. sullae RHF et R. sullae A6 qui proviennent du sud de l’Italie 
et d’Algérie. Nous avons focalisé nos études sur les EPS produits par ces deux souches. 
L’étude des EPS est pertinente puisqu’ils ont des rôles essentiels : intrinsèques (très 
important pour la survie de la bactérie libre dans le sol) et symbiotiques (cf. Chapitre 2 : 
introduction générale). En effet, le couple symbiotique Rhizobium sullae - Hedysarum 
coronarium donne lieu à la formation de nodules indéterminés (Benguedouar et al. 1997 ; 
Squartini et al. 2002), ce qui signifie que les EPS sont nécessaires à la mise en place de la 
symbiose (Fraysse et al. 2003, Skrorupska et al. 2006 ; Janczarek 2011).  Les EPS 
provenant d’une autre souche de R. sullae ont déjà été étudiées (Orgambide et al. 1996), 
indiquant que ceux-ci sont assez proches des EPS de Sinorhizobium meliloti et de la souche 
sauvage de Rhizobium leguminosarum trifolii. Il a également été publié que la source de 
carbone influence la production des EPS de Rhizobium hedysari (ancien nom de Rhizobium 
sullae) (Navarini et al. 1997). Nous allons utiliser cette propriété pour étudier différents 
paramètres, en cultivant les deux souches dans différents milieux liquides dont la source de 
carbone varie. La fonction protectrice des EPS pour la bactérie libre dans le sol sera étudiée 
par l’analyse des propriétés rhéologiques et par l’étude de la résistance des souches à la 
sécheresse, selon la source de carbone utilisée. D’autre part, nous caractériserons en détail 
une unité répétitive d’un des EPS et la composition mono-saccharidique des divers EPS. 
L’évaluation de l’activité des souches vis-à-vis de la nodulation en fonction de la source de 





III.C.2)  Résultats et discussions 
III.C.2.1) Influence de la source de carbone 
Les deux souches R. sullae A6 et R. sullae RHF ont été cultivées dans différents milieux 
contenant des sources de carbones différentes : mannitol, saccharose, glucose et sorbitol. 
Les EPS produits avec ces 4 sources de carbone, ont été extraits, purifiés, quantifiés puis 
analysés. Les extractions et purifications (détaillées en partie expérimentale) ont été 
effectuées par précipitation à l’éthanol. Avec 3 volumes d’éthanol, les EPS de forte masse 
molaire (HMW EPS) sont collectés, puis les EPS de faible masse molaire (LMW EPS) sont 
récupérés avec 10 volumes d’éthanol. Nous avons étudié l’influence de la source de carbone 
sur la quantité de polysaccharide produite et sur leur composition mono-saccharidique. 
 
III.C.2.1.1) Influence de la source de carbone sur la production des EPS 
Une telle influence a déjà été montrée, par le passé (Navarini et al. 1997 ; Karr et al. 2000). 
Nous avons quantifié les EPS synthétisés par les deux souches de R. sullae en pesant les 
précipités secs issus de l’extraction à 3 et 10 volumes d’éthanol. Ces masses sont 





Figure 1 : Histogrammes des rendements de production (en mg/g de culot bactérien) des EPS totaux 
(sommes de LMW et HMW), des HMW EPS et LMW EPS pour les 2 souches en fonction de 4 
sources de carbone. A6 : Rhizobium sullae A6, F : Rhizobium sullae RHF. Cette expérience a été 
réalisée par Razika Gharzouli du département de Biochimie microbiologie de l’Université de Mentouri 
à Constantine (Algérie). 
 
La production des EPS varie clairement selon la source de carbone. Le ratio 
HMW/LMW varie également selon cette source carbonée, indépendamment de la souche 
étudiée. C’est au niveau de la souche R. sullae RHF que les variations dépendantes de la 
source de carbone sont les plus importantes. En effet, la meilleure production est observée 
lorsque RHF est cultivée dans du glucose, tandis que la production n’est que de moitié 
lorsque RHF est cultivée dans du sorbitol. De telles différences ne sont pas constatées pour 
la souche R. sullae A6. Quelle que soit la souche, aucune une source de carbone ne 
favorise davantage la production d’EPS.  
 
III.C.2.1.2) Influence de la source de carbone sur la composition des EPS 
La composition mono-saccharidique des EPS a été déterminée par GC-MS (Tableaux 1). 




Tableau 1 : Composition moyenne en monosaccharides des EPS A) de faible masse molaire, B) de 
forte masse molaire et C) totaux selon la souche et la source de carbone utilisée 




% Glc % Gal % Fuc % Man % GalA % Rha % Rib 
A6 
Mannitol 32±1 30,5±2,5 37±4 <1 <1 <1 n.d. 
Sucrose 16,5±3,5 32,5±7,5 51±11 <1 <1 n.d. n.d. 
Glucose 26±1,5 30,5±8 29,5±29 >5 <10 <1 n.d. 
Sorbitol 60,5±10,5 22,5±5,5 <1 <10 <1 8,5±0,5 n.d. 
RHF 
Mannitol 38±5 30,5±3,5 30,5±2,5 <1 <1 <1 n.d. 
Sucrose 33,5±16,5 36,5±3,5 37,5±12,5 <1 <1 <1 n.d. 
Glucose 15±7 25±7 50±14 >5 >5 n.d. n.d. 
Sorbitol 37±12 34±3 27,5±9,5 <1 <1 n.d. n.d. 
        
 




% Glc % Gal % Fuc % Man % GalA % Rha % Rib 
A6 
Mannitol 45±5 32,5±7,5 10±10 n.d. >10 <1 n.d. 
Sucrose 30±10 36,5±3,5 17±16 <10 >10 <1 n.d. 
Glucose 39,5±9 44±32,5 16,5±16,5 n.d. <1 n.d. n.d. 
Sorbitol 41,5±8,5 25±8 n.d. <10 <10 17±0 n.d. 
RHF 
Mannitol 28,5±14,5 28±0 14±14 >10 n.d. n.d. n.d. 
Sucrose 46±21 28,5±3,5 12,5±12,5 <1 >10 n.d. n.d. 
Glucose 53,5±30,5 30±7 17±17 n.d. <1 n.d. n.d. 
Sorbitol 33±0 33±0 33±0 n.d. <1 n.d. n.d. 
        
 




% Glc % Gal % Fuc % Man % GalA % Rha % Rib 
A6 
Mannitol 42,7±6,5 33,4±1,0 19,9±13,5 <1 <10 <1 n.d. 
Sucrose 24,7±6,7 34,9±2,0 30,4±17,0 <10 <10 <1 n.d. 
Glucose 32,0±6,7 36,5±6,7 23,7±6,5 >1 <5 <1 n.d. 
Sorbitol 54,4±9,5 23,3±1,2 <1 <10 <10 11,2±4,2 n.d. 
RHF 
Mannitol 34,1±4,7 29,5±1,2 23,6±8,2 >10 <1 <1 n.d. 
Sucrose 39,5±6,3 28,8±0,3 25,5±12,5 <1 <10 <1 n.d. 
Glucose 26,6±19,2 26,5±2,5 40,1±16,5 <5 <5 n.d. n.d. 
Sorbitol 35,5±2,0 33,6±0,5 29,5±2,7 <1 <1 n.d. n.d. 
n.d., non détecté ; Rib, Ribose 
 
Tous les EPS étudiés sont principalement constitués de glucose (Glc), de galactose 
(Gal) et de fucose (Fuc) (ou rhamnose (Rha), dans le cas de A6/sorbitol). La présence de 
fucose est rare pour des EPS bactériens. En effet, dans la littérature, on retrouve du 
fucose dans les EPS de Enterobacter (Pawlicki-Jullian et al. 2010 ; Iyer et al. 2005) et 
Azospirillium (Fischer et al. 2003) mais sa présence n’a jamais été constatée dans les EPS 
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des Rhizobia. D’autres monosaccharides ont été détectés dans des proportions plus faibles : 
mannose (Man), acide galacturonique (GalA) et rhamnose. 
La proportion en monosaccharides dans les EPS varie d’une souche à l’autre et d’une 
source de carbone à l’autre. Pour la même souche selon la source de carbone, la proportion 
des LMW EPS et HMW EPS est différente. La source de carbone influence aussi la 
composition mono-saccharidique des EPS.  
Nous nous sommes demandés pourquoi A6/sorbitol produit des EPS contenant du 
rhamnose, alors que les autres sources de carbone (pour la même souche) produisent du 
fucose. Les cas d’A6/sorbitol et A6/glucose, dont les sources de carbones sont de même 
stéréochimie, soulèvent des questions sur la biosynthèse de leurs EPS. En partant d’une 
même stéréochimie dans la source de carbone (glucose et sorbitol, autrement nommé 
glucitol), les EPS produits sont composés d’une part de rhamnose et d’autre part de fucose. 
Cette différence peut provenir du fait que selon la forme ouverte (sorbitol) ou fermée 
(glucose) de la source de carbone, la bactérie n’utilise pas de la même façon la source. Pour 
les deux formes, elle l’utilise comme source d’énergie et de carbone permettant de 
synthétiser d’autres sucres ensuite, par la voie de métabolisation de Entner-Doudoroff 
(Führer et al. 2005). Alors que pour le glucose, elle pourrait aussi l’utiliser directement dans 
la biosynthèse de ses EPS sans métabolisation préalable.  
La source de carbone permet de faire varier la composition et la proportion des EPS, ce qui 
peut servir d’outil afin d’évaluer l’influence de la composition sur d’autres propriétés plus 
pertinentes comme la viscosité, la résistance à la sécheresse ou l’activité symbiotique. Nous 
allons ainsi comparer les EPS produits par les deux souches avec diverses sources de 
carbone et chercher des liens entre la variation de composition et différentes propriétés 
physiques ou biologiques. 
 
III.C.2.2) Caractéristiques des EPS jouant un rôle pour la bactérie libre  
III.C.2.2.1) Propriétés rhéologiques des EPS 
Ces propriétés donnent des indications quant au comportement des bactéries dans le sol. 
Nous avons étudié ici la viscosité et le volume hydrodynamique (par chromatographie 




III.C.2.2.1.a) Viscosité des EPS 
La viscosité relative à été mesurée pour les EPS dissouts dans l’eau à 0,1 g/L (Tableau 2). A 
cette concentration tous semblent dissouts convenablement (pas d’agrégats visibles à l’œil 
nu).  
Tableau 2 : Viscosité et masse moléculaire des EPS produits par les souches A6 et RHF de R. sullae 
















Distribution en masse moléculaire 
des LMW EPS  
A6 
Mannitol 1,11 0,91 - 
Sucrose 1,03 0,94 45% ≈ 60 kDa et 50% < 2 kDa 
Glucose 1,07 0,95 30% ≈ 60 kDa et 40% ≈ 8 kDa 
Sorbitol 1,10 0,89 60% ≈ 60 kDa et 30% < 1 kDa 
RHF 
Mannitol 1,09 0,94 70% ≈ 60 kDa 
Sucrose 1,03 0,98 70% ≈ 60 kDa 
Glucose 1,11 0,94 50% ≈ 7 kDa et 30% < 1 kDa 
Sorbitol 0,96 0,92 75% < 3 kDa 
 
Comme attendu, la viscosité des EPS de forte masse molaire est systématiquement plus 
importante (<1) que celle des EPS de faible masse molaire (>1), sauf pour R. sullae RHF 
cultivée avec du sorbitol dont la viscosité relative est inférieure à 1. La viscosité des HMW 
EPS varie de 1,11 (A6/mannitol et RHF/glucose) à 0,96 (RHF/sorbitol). Pour les EPS plus 
petits, la viscosité varie de 0,98 (RHF/sucrose) à 0,89 (A6/sorbitol). On constate également 
que la viscosité n’est pas fonction de la source de carbone, puisque par exemple lorsque la 
source est du sorbitol, la viscosité relative des HMW EPS est importante (1,10) pour la 
souche R. sullae A6, alors que la viscosité relative des HMW EPS de la souche R. sullae 
RHF est la plus faible (0,96).  
 
III.C.2.2.1.b) Distribution en masse moléculaire des LMW EPS 
Pour ces expériences de chromatographie d’exclusion stérique la colonne G2000SWxl à été 
calibrée en masse moléculaire avec pour composés standarts des dextranes de masses 
moléculaires connues. Après analyse des résultats obtenus, il semblerait que la calibration 
ne soit pas adaptée, ou que la colonne choisie (dont les caractéristiques sont indiquées pour 
les protéines globulaires) ne corresponde pas au domaine de masse moléculaire (<10 kDa) 
adéquat à la séparation résolue des EPS LMW. Les valeurs de masse moléculaire ne sont 
donc qu’indicatives et non exactes. Cependant, la distribution de masse molaire sera 
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certainement conservée, malgré cette erreur de calibration ou de choix de colonne 
chromatographique.  
Cette distribution (Tableau 2) a été déterminée afin de savoir si les populations présentes 
dans les fractions LMW étaient homogènes. Ce n’est pas le cas, puisque les distributions en 
masse moléculaire présentent deux types de populations : une à environ 60 kDa et l’autre 
comprise entre 1 et 8 kDa (A6/sucrose, A6/glucose, A6/sorbitol). Parfois une seule de ces 
populations est présente : à environ 60 kDa (RHF/mannitol et RHF/sucrose) ou comprise 
entre 1 et 8 kDa (RHF/glucose et RHF/sorbitol). On peut en déduire que la souche A6 
produits deux gammes de taille d’EPS quelque soit la source de carbone, alors que pour la 
souche RHF, la source de carbone semble influencer la distribution en masse moléculaire 
des EPS produits. 
 
III.C.2.2.2) Résistance à la sécheresse des souches/source de carbone 
Afin de comprendre pourquoi R. Sullae est capable de se développer dans des sols très 
secs, nous avons étudié la résistance à la sécheresse des différentes souches cultivées sur 
différentes sources de carbone. Pour cela nous avons observé leur capacité à reprendre une 
croissance en milieu liquide (DO à 600 nm mesurée au bout de 24h et 48h) après un 
épisode de dessiccation (Figure 2). 
 
Figure 2 : Histogrammes présentant les densités optiques (DO) à 600 nm mesurée au bout de 24h et 
de 48h, pour les différentes souches reprises en milieu liquide après une période de dessiccation en 
fonction de la source de carbone. A6 : Rhizobium sullae A6, F : Rhizobium sullae RHF. Cette 
expérience a été réalisée par Razika Gharzouli du département de Biochimie microbiologie de 
l’Université de Mentouri à Constantine (Algérie).  
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Après dessiccation, la reprise de la croissance en milieu liquide, au bout de 24h, est 
meilleure pour la souche Rhizobium sullae RHF, qui résiste donc mieux à la sécheresse que 
la souche A6. Cette tendance est aussi retrouvée, au bout de 48h, sauf pour RHF/mannitol 
qui a moins bien repris que la plupart des souches. La meilleure reprise a été enregistrée 
pour RHF/sucrose et RHF/glucose. Concernant la souche A6, le sucrose est la source de 
carbone qui a permis la meilleure résistance à la sécheresse. Par contre, cette même 
souche cultivée dans le sorbitol ne semble pas résister aussi bien à la sécheresse qu’avec 
les autres sources de carbone. 
Le rôle intrinsèque des EPS est de protéger la bactérie des stress abiotiques (Potts 1994), 
dont la sécheresse. Nous avons cherché à comprendre en quoi les EPS produits permettent 
à certaines souches de mieux survivre à la sécheresse en fonction de la source de carbone 
que d’autres. 
 
III.C.2.2.3) Relation entre résistance à la sécheresse, propriété rhéologique et 
production des EPS 
Nous avons déterminé un lien entre la résistance à la sécheresse et la viscosité des EPS 
et/ou la production et composition de ces EPS.  
Dans un premier temps, la présence de désoxyhexoses dans les EPS suggère que la 
viscosité des EPS pourrait-être renforcée (Meyer et al. 2009 ; Yemmas et al. 2003). C’est 
pourquoi nous avons recherché une relation entre la composition en désoxyhexose des EPS 






Figure 3 : Relation entre A) la viscosité relative des HMW EPS et LMW des deux souches R. sullae 
A6 et RHF, cultivées dans différentes sources de carbone, et B) le taux de désoxyhexose dans la 
composition mono-saccharidique des EPS.   
 
Pour les EPS de faible masse molaire, la viscosité semble être influencée par la composition 
en désoxyhexose. A6/glucose et RHF/sucrose font exception, puisque leurs taux de fucose 
sont respectivement d’environ 30 et 25%. Ces taux ne sont pas les maxima observés pour 
les EPS des deux souches, pourtant les viscosités relatives des LMW EPS de A6/glucose et  
RHF/sucrose sont les plus importantes. La viscosité des HMW EPS ne semble pas être 
influencée par le taux en désoxyhexose. Par exemple, les EPS de forte masse molaire de 
RHF/glucose et A6/glucose ne présentent pas de fucose, alors que la viscosité globale est 
plutôt forte. Ainsi, la viscosité serait dépendante en priorité de la taille des EPS (les HMW 
EPS sont plus visqueux que les LMW EPS). Si la taille des EPS est faible alors le taux de 
désoxyhexose influence la viscosité. 
Le fait que les EPS soient visqueux devrait permettre aux bactéries de mieux résister à la 
sécheresse. En effet, si l’enveloppe d’EPS est plus visqueuse, elle sera plus cohésive, plus 
hydratée et la bactérie sera d’autant mieux protégée des variations d’humidité liées à son 
environnement (Potts 1994). C’est pourquoi nous avons étudié la capacité des bactéries à se 
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développer à nouveau après dessiccation (Figure 4B). Dans un premier temps, on constate 
que la souche RHF résiste mieux à la sécheresse que la souche A6. 
En cherchant à expliquer pourquoi certaines souches redémarrent mieux que d’autres dans 
le milieu liquide selon la source de carbone, nous avons observé une relation avec la 
quantité d’EPS de forte masse molaire (Figure 4A).  
 
 
Figure 4 : Relation entre A) le rendement des HMW EPS (en mg/g de culot bactérien sec) des 
différentes souches étudiées en fonction de la source de carbone, et B) la capacité de ces souches à 
reprendre leur croissance, au bout de 48h, en milieu liquide, après une période de dessiccation.  
 
En effet, lorsqu’une souche produit une bonne quantité d’EPS de forte masse molaire, la 
résistance à la sécheresse est importante, c'est-à-dire que la reprise de sa croissance en 
milieu liquide sera efficace. C’est le cas pour RHF/sucrose et RHF/glucose qui produisent les 
plus grandes quantités d’EPS de forte masse molaire, parmi les souches qui reprennent le 
mieux leur croissance au bout de 48h. On retrouve cette relation pour toute la souche A6. 
Plus la bactérie produit des HMW EPS, qui sont visqueux, plus son enveloppe sera 
visqueuse et sa résistance à la sécheresse sera efficace. Nous avons donc établi des 
relations permettant d’estimer le rôle intrinsèque des EPS, qui sont utiles à la bactérie pour 
résister à la sécheresse.  
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III.C.2.3) Caractéristiques des EPS influençant leur rôle symbiotique 
Nous allons à présent nous focaliser sur le lien entre la structure des EPS et leur rôle 
symbiotique.  
Les deux souches de R. sullae étudiées (A6 et RHF) présentent une capacité à entrer en 
symbiose avec la plante Hedysarum coronarium. Cette interaction est caractérisée par la 
formation de nodules indéterminés, de nombre et de taille variable, selon la souche et la 
source de carbone mise à disposition.  
 
III.C.2.3.1) Capacité des souches à noduler Hedysarum coronarium en fonction de la 
source de carbone 
Le but est d’étudier la relation entre la structure des EPS produits par les souches et l’activité 
symbiotique représentée par la capacité à la nodulation d’Hedysarum coronarium (Figure 5). 
 
 
Figure 5 : Histogrammes présentant le nombre moyen de nodule formés suite à l’établissement de la 
symbiose entre les différentes souches cultivées sur différentes sources de carbone et Hedysarum 
coronarium. Les nodules matures sont différenciés des nodules immatures par leur taille et leur 
couleur : les nodules matures sont plutôt longs (>2mm) et roses et les immatures petits et blancs. A6 : 
Rhizobium sullae A6, F : Rhizobium sullae RHF. Cette expérience a été réalisée par Razika Gharzouli 




Lors de l’étude de la capacité de nodulation des différentes souches selon la source de 
carbone, nous avons constaté que deux types de nodules étaient formés, à deux stades de 
maturité que nous avons qualifiés de mature et d’immature. Cependant, tous ces organes 
sont voués in fine à être des nodules. Nous les avons tous considérés comme tels, ce qui est 
plus représentatif de la capacité de nodulation. Le nombre maximum de nodule est obtenu 
pour la souche A6 cultivée dans le saccharose (notée A6/sucrose). Puisque la capacité de 
cette combinaison à noduler Hedysarum coronarium est la meilleure, nous avons étudié la 
structure détaillée de l’unité répétitive des EPS de faible masse molaire.  
 
III.C.2.3.2) Caractérisation structurale d’une unité répétitive 
 III.C.2.3.2.a) Analyse GC-MS 
Les analyses GC-MS ont permis de déterminer les compositions mono-saccharidiques, dont 
les valeurs ont déjà été présentées (cf. §III.C.2.1.2). Ces valeurs ont été déterminées à partir 
des chromatogrammes obtenus (exemples en Figure 6) pour chacune des fractions HMW et 
LMW des EPS issus des 8 combinaisons souche/source de carbone. Tous ces 
chromatogrammes ont pu être interprétés par comparaison des temps de rétention obtenus 
avec des mélanges de monosaccharides standards. En connaissant les facteurs de réponse 
de chaque monosaccharide, fourni par le chromatogramme d’un mélange standard, nous 





Figure 6 : Chromatogrammes obtenus par analyse GC-MS d’un mélange de monosaccharides 
standards et des LMW EPS et HMW produits par RHF/glucose après hydrolyse et silylation.  
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Nous avons constaté que les LMW EPS et les HMW EPS n’ont pas la même composition 
pour une souche et source de carbone donnée, ce qui se remarque bien dans le cas de 
RHF/glucose. La connaissance de la composition mono-saccharidique nous permettra 
d’interpréter plus facilement les autres analyses structurales. 
Afin de pouvoir déterminer la structure de l’unité répétitive des EPS de A6 sucrose, nous 
allons nous intéresser aux résultats de l’analyse GC-MS (Figure 7) de l’échantillon que nous 
avons utilisé aussi bien pour l’analyse en spectrométrie de masse qu’en RMN.  
 
 
Figure 7 : Chromatogrammes obtenus par analyse GC-MS des LMW EPS produits par les 
échantillons étudiés ensuite en ESI-MS, ESI-MS/MS (A6/sucrose) et RMN (A6/sucrose et 




Pour ces échantillons la composition monosaccharidique est environ Glc:Gal:Fuc (1:1:1) et 
GalA en faible quantité. Toutefois, les acides uroniques silylés ont un mauvais facteur de 
réponse, donc leur quantification se réduit à une estimation de présence. Ceci est dû à la 
dérivatisation par le TMS qui n’est pas autant efficace pour les acides uroniques que pour les 
hexoses et désoxyhexoses. La proportion entre monosaccharides n’est pas exactement la 
même que celle répertoriée dans le tableau 1 (cf. §III.C.2.1.2) et pour cause, puisque dans 
ce dernier, il s’agit des moyennes obtenues à partir des analyses de plusieurs échantillons.  
 
III.C.2.3.2.b) Analyse ESI-MS d’une unité répétitive d’un LMW EPS 
L’analyse par spectrométrie de masse permet d’accéder à la séquence entre les hexoses, 
désoxyhexoses, acides uroniques et la localisation des substituant non saccharidiques. Nous 
avons effectué le spectre de masse de la fraction des LMW EPS d’A6/sucrose (Figure 8). 
 
Figure 8 : Spectre de masse obtenu par ESI-MS en mode négatif pour la fraction LMW EPS de : A) 
A6/sucrose et B) RHF/Mannitol. Abréviations : Pyr, pyruvate ; Hex, hexose ; HexA, acide uronique ; 
dHex , désoxyhexose ; OAc, acétate ; Succ, succinate.  
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Ce spectre correspond à l’ensemble de l’échantillon et présente plusieurs composés 
contenus dans la fraction des LMW EPS. Les ions m/z 1041, 1083, 1141 et 1183 
correspondent à la forme entière de l’unité répétitive diversement substituée, nue (1041), 
avec une acétylation (1083), et/ou une succinylation (1183 et/ou 1141). L’ion m/z 775 
correspond à une forme plus courte, composée de 2 hexoses, dont un pyruvylé, un acide 
uronique et un désoxyhexose acétylé. 
L’analyse ESI-MS/MS de l’ion le plus simple (m/z 1041) donne accès à la séquence (Figure 
9).  
 
Figure 9 : Spectre ESI-MS/MS obtenu pour l’ion m/z 1041, présentant les différents ions fragments de 
l’unité répétitive des ESP LMW de A6/sucrose. La séquence et la localisation des substituants sont 
indiquées sur la formule. 
 
L’ion parent m/z 1041 se fragmente et donne les principaux ions fragments B m/z 879, 733, 
629, 587, 483, 249 et 161. L’ion m/z 879 correspond à la perte d’un hexose à partir de l’unité 
répétitive complète. La perte du désoxyhexose voisin donne l’ion m/z 733. Lorsque les deux 
désoxyhexoses sont perdus, l’ion produit est à m/z 587. L’ion m/z 249 correspond à un 
hexose pyruvylé et l’ion m/z 161 à un hexose seul. La perte de l’hexose pyruvylé donne lieu 
à un ion très minoritaire m/z 791. La perte de l’hexose terminal et de l’hexose pyruvylé donne 
l’ion m/z 629. La perte d’un ou deux désoxyhexoses correspond aux ions m/z 483 et 337. 
L’enchaînement est déterminé à partir de l’étude de ces fragmentations.  
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Les autres unités répétitives rencontrées dans l’échantillon des LMW EPS de A6/sucrose 
correspondant aux formes acétylées et/ou succinylées sont également étudiées en ESI-
MS/MS (Figure 10). 
 
Figure 10 : Spectres ESI-MS/MS obtenus à partir des ions m/z 1041, 1141 (1041+succinate) et 1083 
(1041+acétate), des unités répétitives des EPS de faible masse molaire de A6/sucrose. La séquence 
et la localisation des substituants sont indiquées sur la formule semi-développée. 
 
L’ion parent à m/z 1141 se fragmente en perdant le succinate pour donner l’ion m/z 1041 
correspondant à la forme non succinylée étudiée précédemment, mais peut également se 
fragmenter et donner l’ion m/z 979 par perte d’un hexose (qui n’est pas l’hexose pyruvylé). 
La présence de l’ion très minoritaire m/z 687, correspondant à l’ion m/z 587 (rencontré pour 
l’unité répétitive la moins substituée) succinylé. Ceci signifie que le succinate est porté par 
l’hexose lié à l’acide uronique.  
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L’ion parent m/z 1083 ne perd pas directement l’acétate, mais perd un hexose pour donner 
l’ion m/z 921. A partir de ce dernier, la perte d’un désoxyhexose donne l’ion à m/z 775, sans 
perte d’acétate. Celui-ci n’est donc pas localisé sur les deux sucres perdus. En revanche, 
l’ion m/z 733 (commun à l’unité répétitive la moins substituée) correspond à une perte 
d’acétate à partir de l’ion m/z 775. De plus l’ion à m/z 525 est la forme acétylée de l’ion m/z 
483 de l’unité répétitive nue et l’ion m/z 671 est la forme acétylée de l’ion m/z 629. Cet ion 
m/z 611 correspond également à l’ion m/z 861 qui a perdu un hexose pyruvylé. D’après ces 
fragments le substituant acétate semble être porté par le désoxyhexose lié à l’acide uronique 
comme indiqué sur la formule. 
L’analyse en ESI-MS et ESI-MS/MS a permis de déterminer l’enchaînement des sucres, 
désoxysucres et acide uronique contenu dans l’unité répétitive, et aussi de déterminer quel 
sucre ou désoxysucre porte les substituants acétate et succinate. Cependant, la 
caractérisation n’est pas complète puisque l’on ne connait pas les modes de liaison entre les 
sucres. L’étude par RMN va permettre d’affiner cette étude en confirmant la composition, 
l’enchaînement et en ajoutant les modes de liaison entre les sucres et la position des 
substituants sur leur porteur. 
 
III.C.2.3.2.c) Analyse RMN d’un échantillon de LMW EPS 
L’analyse RMN nécessite plusieurs spectres et donc plusieurs étapes d’interprétation pour 
aboutir à une structure détaillée. Les analyses qui suivent ont été mise en place sur un 
appareil à 500 MHz ce qui permet d’analyser des échantillons dont les concentrations sont 
relativement faibles (1 mg/mL), ce qui est un avantage pour l’analyse des EPS qui sont peu 
solubles, en raison des macrostructures qu’ils forment en solution. Toutefois, les hauts 
champs amènent des signaux plus complexes donc moins faciles à interpréter. 
Dans un premier temps, la RMN 1H des LMW EPS de A6/sucrose a été effectuée (Figure 
11). Ce spectre est très mal résolu. De plus, la solution qui a été utilisée pour l’analyse n’était 
pas totalement solubilisée (un léger trouble persistait). Cet échantillon a donc été jugé 





Figure 11 : Spectres RMN 
1
H des EPS de faible masse molaire de A6/sucrose (noir) et de 
RHF/mannitol (bleu).  
 
Nous avons donc cherché un autre échantillon dont la composition correspondait à peu près 
à celle des EPS de faible masse molaire de A6/sucrose et qui se solubilisait mieux à une 
concentration suffisamment élevée. Nous avons utilisé l’échantillon d’EPS de faible masse 
molaire de RHF/mannitol, car son spectre RMN 1H semblait correspondre parfaitement avec 
celui des LMW EPS de A6/sucrose (sauf pour la proportion de succinylation et d’acétylation) 
mais présentait une bien meilleure résolution (Figure 11). A partir de cet échantillon nous 
avons pu mettre en place les analyses RMN 2D afin de déterminer plus en détail la structure 
de l’unité répétitive des LMW EPS de RHF/mannitol et de A6/sucrose. 










H des LMW EPS de RHF/mannitol. Sur la carte sont 
indiqués les tâches remarquables : les protons du CH3 du pyruvate, les CH2 du succinate, les 
corrélations entre les protons H-6, portés par les CH3 des désoxyhexoses, et les protons H-5, de ces 
mêmes désoxyhexoses (F, Y et Z), enfin les corrélations entre les protons H-1 à H-5 des hexoses, 
désoxyhexoses et hexoses acides de l’unité répétitive (A, B, C, D, E, F et G). ?, non-attribué ou 
incertitude dans l’attribution. 
 
Seules certaines corrélations sont remarquables, et se font au sein d’un même 
monosaccharide, ce qui ne permet pas de déterminer des séquences. En particulier, on peut 
remarquer les protons portés par les CH3 du pyruvate, les protons portés par les CH2 du 
succinate. Les corrélations les plus distinctes sont celles qui ont lieu entre les protons H-6 
(portés par le CH3) et les protons H-5 des désoxyhexoses. Le reste des tâches de corrélation 
correspondent pour la majorité aux corrélations entre les protons H-1 à H-5 portés par les 
différents monosaccharides présents dans l’unité répétitive. Cette analyse permet de repérer 
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certains protons et de noter leur déplacement chimique, mais cela ne suffit pas à interpréter 
la structure entière de l’unité répétitive. Les déplacements chimiques des protons vicinaux et 
leurs constantes de couplage sont répertoriées dans le tableau 3.  
Tableau 3 : Déplacements chimiques de protons vicinaux déterminés à partir des 7 protons 




H, mesures des constantes de couplage 
à partir du spectre COSY 
1
H/
1H et estimation de la nature de l’anomérie et/ou du monosaccharide 
(Maes 2009). 
 




























A 5,41 5 3,84 12,5 4,13 - - - - - - α 
B  5,33 10 4,85 - - - - - - - - α 
C 5,30 5 5,02 10 4,23 - - - - - - α 
D 5,09 5 3,54 12,5 3,78 12,5 3,39 - - - - α-Glc 
E 4,88 15 3,86 12,5 3,90 - - - - - - β 
F 4,57 10 3,31 17,5 3,67 12,5 3,78 10 4,06 20 1,27 α-Fuc 
G 4,53 12,5 3,25 17,5 - - - - - - - α ou β 
Y - - - - - - - - 4,38 17,5 1,22 Fuc 
Z  - - - - - - - - 4,43 17,5 1,07 Fuc 
 
Afin de compléter cette étude, le spectre HSQC 1H-13C a été effectué pour déterminé quel 








C des EPS de faible masse molaire de RHF/mannitol. Sur 
la carte sont indiquées les corrélations les plus aisément repérables : entre protons et carbones des 
CH2 et CH3, entre protons et carbones anomériques (A1 à G1) et entre les protons et carbones des 
CH et CH2 des sucres (A à G) : déterminés par COSY (noir), déterminés par HMBC (violet), attribués 
sans certitude (gris). 
 
L’étude des corrélations 1H-13C ajoute une dimension supplémentaire qui permet de repérer 
les différents carbones non quaternaires et les protons qu’ils portent. En particulier, on 
repère les protons et les carbones qui constituent les CH3 et CH2, et les carbones et protons 
anomériques. Les tâches de corrélations observées et attribuées à un monosaccharide ou 
aux substituants sont répertoriées dans le tableau 4 (p 146). 
Ces corrélations entre protons et carbones (représentées par des constantes de couplage 
1JH-C) déterminées en HSQC permettent ensuite d’interpréter les spectres HMBC 1H-13C 
(Figure 14). Avec cette séquence RMN, les carbones corrèlent avec les protons portés par 
les carbones directement voisins (caractérisés par des constantes de couplage 2JH-C). Les 
corrélations entre un carbone et les protons portés par les voisins du carbone voisin sont 








C des EPS de faible masse molaire de RHF/mannitol. 
Attribution de certaines tâches de corrélation pertinentes (noir), importantes mais non pertinentes ou 









Cette carte de corrélation permet, en théorie, de déterminer l’enchaînement, mais génère 
des signaux multiples très complexes à analyser. La nature du monosaccharide (glucose, 
galactose, fucose, acide galacturonique) et les modes de liaison entre monosaccharides sont 
déterminés, en utilisant pour référence quelques valeurs trouvées dans la littérature pour 
d’autre polysaccharides et pour des oligosaccharides standards (Evans et al. 2000 ; Plock et 
al. 2001 ; Cescutti et al. 2005 ; Kaci et al. 2005 ; Perry et al. 2007 ; Ihara et al. 2010 ; 
MacLean et al. 2010 ; Zhao et al. 2010). L’interprétation complexe a donné lieu aux 
attributions répertoriées dans le tableau 4 et sur la Figure 13, où les couples proton/carbone 
sont attribués aux différentes positions des différents monosaccharides. 
 
Tableau 4 : Attribution des déplacements chimiques et interprétation des compositions, position des 
substituants et modes de liaison. Les ensembles H/C de déplacements chimiques en gris 
correspondent à des attributions incertaines du fait d’un manque d’information sur leur corrélation 
avec les autres positions. 
 Monosaccharide H-1/C-1  H-2/C-2  H-3/C-3  H-4/C-4  H-5/C-5  H-6/C-6  
A à4 α Gal 1à 5,41/99,1  3,84/68,1  4,13/66,5  3,92/71,8  3,72/62,5 3,82 et 
3,77/60,6 
 
à4 α Gal (6 
Succ) 1à      
3,92 et 
3,79/64,9  
B et Y à3 α Fuc 1à 5,33/96,7  4,85/70,8  4,12/71,0  4,04/68,5 4,38/67,2 1,22/14,5 
C et Z à3 α Fuc 1à 5,30/98,1  5,02/69,9  4,23/76,5  4,20/69,1 4,43/66,7 1,07/14,7 
D 
α (4,6 Pyr) Glc 
1à 5,09/92,1  3,54/72,1  3,71/79,8  3,39/75,9  3,64/69,5  
3,91 et 
3,82/67,7  
E à4 β GalA 1à 4,88/100,8  3,86/80,0  3,90/78,4  3,73/76,5 3,68/76,8  175,0 
F 
à3 α Fuc (4 Ac) 
1à 4,57/103,7 3,31/72,9  3,69/76,2  3,78/71,5  4,06/71,0 1,27/19,7 
G à3 β Glc 4,53/96,0  3,25/74,1  3,51/82,6  3,42/67,7 3,67/61,5  3,70 et 
3,64/60,6  
Succ 2,08/20,0 173,0 183,0 
   
Pyr 1,37/24,8 100,1 176,0 
   
Ac 1,86/22,4 181,1 
    
Succ, succinate ; Pyr, pyruvate ; Ac, acétate ; Gal, galactose ; Fuc, fucose ; Glc, glucose ; GalA, acide 
galacturonique   
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Les protons voisins appartenant à un même sucre (H-1 à H-6), ont été repérés en COSY 1H-
1H. Les couples proton/carbone ont été établis grâce à la carte de corrélation HSQC 1H-13C 
et attribués à un des monosaccharides en partie grâce à la littérature. Certains 
enchaînements ont pu être déterminés avec les données HMBC 1H-13C. Les constantes de 
couplages et déplacements chimiques ont permis de déduire les modes de liaison, en se 
référant aux données de la littérature. Nous avons utilisé également les résultats obtenus en 
ESI-MS où l’enchaînement des hexoses, désoxyhexoses et acides uroniques avait été 
démontré. Ceci a permis de construire la séquence. Les substituants ont également été 
caractérisés, et leur localisation est conforme à ce qui avait été observé en spectrométrie de 
masse.  
 
III.C.2.3.2.d) Structure détaillée 
Ces analyses complètes pour la caractérisation structurale nous ont permis de déterminer la 
structure précise de l’unité répétitive des LMW EPS de RHF/mannitol (Figure 15). 
 
Figure 15 : Structure détaillée, semi-développée et développée de l’unité répétitive des EPS de faible 
masse molaire de RHF/mannitol. Les lettres correspondent à la numérotation utilisées dans les 
attributions des spectres RMN.  
 
L’enchaînement entre les sucres a été démontré par spectrométrie de masse et observé très 
partiellement en RMN. La composition mono-saccharidique a été estimée en GC-MS et 
confirmée par la RMN. Les modes de liaison issus des résultats obtenus en RMN ont permis 
de compléter la structure. De plus, la RMN a permis de connaître la position des 
substituants, confirmant leur localisation déterminée auparavant en spectrométrie de masse. 
La proportion de substitution a été calculée à partir du spectre 1D de RMN et confirmée par 
l’abondance des 4 formes en ESI-MS. Les LMW EPS de RHF/mannitol, et A6/sucrose par 
extrapolation, sont linéaires et composés de 2 fucoses par unité répétitive (dont l’un peut se 
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trouver acétylé), d’un acide galacturonique, de 2 glucoses (dont l’un est pyruvylé) et d’un 
galactose qui peut être parfois succinylé.  
La présence du fucose dans des EPS bactériens a été très rarement rapporté, ce qui nous a 
conduit à chercher quelle était l’influence du taux de fucose sur leur activité symbiotique. 
 
III.C.2.3.3) Relation structure/activité symbiotique des EPS  
Afin de comprendre quel(s) paramètre(s) influence(nt) la variation de nodulation, nous avons 
procédé à une étude de relation structure/activité. Nous nous sommes intéressés à la 
relation production/composition/nodulation. 
Nous avons constaté que le taux de désoxyhexose dans les LMW EPS (Figure 16B), 
influence la nodulation (Figure 16A), en fonction de la quantité de LMW EPS produite par la 




Figure 16 : Relation entre A) la capacité de nodulation des différentes souches cultivées avec diverses 
sources de carbone, représentant l’activité symbiotique, B) le taux de désoxyhexose dans la 
composition mono-saccharidique des LMW EPS et de la totalité des EPS et C) Le rendement de 
production des LMW EPS et de la totalité des EPS en fonction de la souche (R. sullae A6 (noté A6) et 
R. sullae RHF (noté F)) et source de carbone.  
 
En ce qui concerne la souche RHF, le lien entre les 3 paramètres est significative. Par 
exemple, le plus fort taux de fucose (50%) est atteint lorsque la source de carbone est le 
glucose, et la nodulation est la plus forte (5,3 nodules en moyenne). Lorsque la source de 
carbone est le sorbitol, le taux de fucose est plus faible (18,5% environ) et la nodulation est 
faible (1,3 nodule en moyenne). De plus, pour ces deux exemples, la production de LMW 
EPS est forte (15,0 mg/g) lorsque le glucose est la source de carbone, mais faible (1,8 mg/g) 
lorsque le sorbitol est la source de carbone. Ce qui appuie l’hypothèse que le fucose contenu 
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dans les LMW EPS influe sur la nodulation. Les deux autres sources de carbone présentent 
des valeurs intermédiaires au niveau du taux de fucose dans les EPS de faible masse 
molaire (25 et 30%) et leur production (6,5 et 7,0 mg/g). Par conséquent, elles conduisent à 
des nodulations moyennes (2,7 à 3,0 nodules). 
Pour la souche A6, on observe une importante variabilité biologique (écarts-types importants 
pour la production et la composition), notamment lorsque la source de carbone est le 
glucose. Les relations entre production, composition et nodulation sont, de ce fait, moins 
significatives. Par exemple, lorsque le sucrose est la source de carbone, le taux de fucose 
est d’environ 50%, et le nombre total de nodule est très important (10 en moyenne). Or la 
production est 2 fois plus faible pour A6/sucrose que pour A6/glucose, qui présente un taux 
de fucose très variable et dont la moyenne est environ de 30%. Malgré un taux de fucose 
total identique à la surface de la bactérie, la nodulation d’A6/glucose est 2 fois plus faible que 
pour A6 avec le sucrose pour source de carbone. Si l’on observe, en revanche, le taux de 
fucose des EPS totaux d’A6/sucrose et A6/glucose, celui-ci est plus important pour 
A6/sucrose. De plus, la quantité d’EPS totaux produits est très comparable pour ces deux 
sources de carbone, ce qui pourrait expliquer qu’A6/sucrose ait une nodulation plus 
importante qu’A6 glucose, puisque le taux de fucose total est plus fort.  
Un autre cas s’avère intéressant pour cette étude. Pour la souche A6, lorsque le sorbitol est 
la source de carbone, il n’y a pas de fucose dans les LMW EPS, ni dans les EPS totaux, en 
revanche, la présence de rhamnose a été détectée en GC-MS (cf. Tableau 1). La nodulation 
semble ne pas être influencée par le fait que le désoxyhexose soit différent. Ainsi, la 
production d’EPS de faible masse molaire étant plus importante (7,5 mg/g), elle pourrait 
compenser le taux assez faible en désoxyhexose (8,5%). Cette production plus importante 
rend A6/sorbitol comparable à A6/mannitol vis-à-vis de la nodulation. En effet, pour 
A6/mannitol le taux de fucose est de 33% et la production de 2,6 mg/g (la plus faible des 
A6). Pour ces deux sources de carbone, la nodulation est quasi-identique soit 3,7 et 3,0 
nodules au total. 
En synthétisant toutes ces observations, nous avançons l’hypothèse suivante : le taux de 
fucose dans les LMW EPS (rapporté à la production), influence la nodulation. Pour RHF, la 
nodulation est toutefois moins importante que pour A6, malgré des taux de désoxyhexose et 
de production du même ordre de grandeur (excepté pour la production de RHF/glucose). 
Cette différence pourrait être liée à une moins bonne interaction plante/bactérie. La 
variabilité de production est importante lorsque le glucose est la source de carbone, quelque 
soit la souche, pour des raisons qui nous échappent. 
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Cette relation structure/activité établie pour les EPS de deux souches de Rhizobium 
sullae permet d’affirmer que leur rôle est essentiel dans l’établissement de la 
symbiose fixatrice d’azote avec Hedysarum coronarium. La présence de fucose dans 
les EPS influe directement sur l’activité symbiotique, ce qui renforce le caractère 




III.C.3)  Conclusions 
 
Par ces travaux, nous avons constaté que la source de carbone constitutif du milieu de 
culture influe sur la production d’EPS, sur la proportion d’EPS de faible et de forte masse 
molaire, ainsi que sur leur composition. Nous avons également découvert que les EPS de 
Rhizobium sullae sont constitués d’un important taux de fucose (30% en moyenne), un 
monosaccharide très rarement présent dans des EPS bactérien. En établissant la relation 
structure/activité symbiotique de ces EPS, nous avons déterminé que les LMW EPS riches 
en fucose semblent être les plus actifs. Les études effectuées pour comprendre le rôle des 
EPS quant à la résistance à la sécheresse ont montrées qu’une bonne production en HMW 
EPS permettait à la souche de mieux résister à la sécheresse, ce qui indique que les 
souches ont dû s’adapter aux conditions d’aridité des sols du sud de l’Italie et de l’Algérie, 
par cette stratégie.  
Pour A6/sucrose et RHF/mannitol, nous avons mis en place une analyse structurale 
complète. Les analyses combinées en RMN et spectrométrie de masse ont démontrées la 
présence de fucose, glucose galactose et d’acide galacturonique, liés principalement par des 
liaisons osidiques α-1,3, α-1,4 et β-1,4. Ces analyses ont également mis en évidence que 
l’unité répétitive est fortement substituée (groupements pyruvyle, succinyle et acétyle), 
comme pour Sinorhizobium meliloti.  
Les hypothèses concernant les relations structure/activité établies ici, pourraient-être 
confirmées par l’étude de la capacité qu’ont les EPS produits ainsi et isolés à restaurer la 



























La signalisation moléculaire tient une place primordiale dans l’établissement et la régulation 
de la symbiose fixatrice d’azote. Grâce à cette signalisation, les partenaires se rencontrent 
dans la rhizosphère, se reconnaissent et forment le nodule afin d’accomplir leurs échanges 
de nutriments, en particulier l’azote combiné. Les signaux les plus étudiés concernent la 
mise en place du processus symbiotique. Ceux qui sont impliqués dans la régulation sont 
moins connus.  
La régulation de la symbiose est une thématique complexe puisque de nombreux signaux 
entrent en jeu, visant la plante (autorégulation de la nodulation) ou les bactéries (régulation 
de l’infection). La compréhension de ces phénomènes passe par la caractérisation 
structurale de ces nombreux signaux moléculaires qui sont minoritaires dans les extraits 
biologiques. Le caractère minoritaire provient du fait qu’ils servent de signaux et que leur 
présence et concentration sont de ce fait très contrôlés. Dans ce cadre, nous avons établi les 
conditions optimales pour purifier un signal végétal (de Medicago sativa) qui régule l’infection 
bactérienne via l’activation d’une cascade AMPc chez Sinorhizobium meliloti 1021.  
Les travaux effectués sur le signal régulant l’infection bactérienne via la cascade AMPc ont 
permis de déterminer sa nature et de sélectionner plusieurs voies de purification en vue de le 
caractériser. En effet, nous avons pu déterminer que ce signal est une protéine de masse 
moléculaire comprise entre 20 et 95 kDa et de Pi>9. Elle devient rapidement inactive en 
milieu liquide même à faible température (4°C). L’extraction aqueuse des feuilles de M. 
sativa aboutit à l’extraction de protéines (dont le signal) sous forme d’agrégats, rendant sa 
purification plus délicate. Certaines voies de purifications ont été optimisées, mais leur 
combinaison n’a pas permis de conserver le signal. Afin d’obtenir la protéine signal pure, 
l’accent devra être mis sur la conservation du signal entre les étapes de purification.  
 
Les signaux moléculaires impliqués dans la mise en place de la symbiose ont été plus 
étudiés : les facteurs Nod et les polysaccharides de surface des rhizobia. Parmi ces derniers, 
ceux qui jouent un rôle essentiel dans la mise en place de la symbiose, aboutissant à des 
nodules indéterminés, sont les exopolysaccharides (EPS). Leurs rôles intrinsèque et 
symbiotique sont bien connus, mais leur relation structure/activité l’est moins. C’est pourquoi 
nous avons cherché à déterminer les relations structure/activité des EPS dans le cadre de la 
régulation de l’infection dans la symbiose entre Medicago sativa et Sinorhizobium meliloti 
1021. Nous avons également étudié en détails la structure et les rôles intrinsèque et 




Nous avons donc étudié la relation structure/activité des EPS produits par R. sullae. Nous 
avons effectué une caractérisation structurale complète (GC-MS, ESI-MS, MS/MS, RMN 1D 
et 2D) de l’unité répétitive des EPS. Nous avons ainsi constaté la présence d’un fort taux de 
fucose, rare chez les EPS rhizobiens. Les souches, dont les EPS de faible masse molaire 
contiennent un fort taux de fucose, sont plus infectieuses puisque le nombre de nodule formé 
sur les racines d’H. coronarium est plus important. La production des EPS de forte masse 
molaire semble influer sur la résistance à la sècheresse des bactéries. Par ces travaux, nous 
avons redémontré l’importance des EPS dans l’établissement de la symbiose et dans la 
protection des bactéries à l’état libre. La relation structure/activité originale que nous avons 
établie devra être vérifiée par l’étude de la capacité qu’ont les EPS à rétablir la nodulation 
lorsque des mutants (dépourvus d’EPS) ont initié la symbiose. 
Le rôle des EPS dans le cadre de la régulation de l’infection a également été étudié, en 
déterminant l’effet secondaire de ce signal de régulation négative sur la production et la 
structure des EPS de S. meliloti 1021. Nous avons constaté que l’activation de la cascade 
AMPc stimulait la production des EPS et en particulier des EPS de faible masse molaire. En 
revanche, nous n’avons pu observer de changements significatifs sur la structure de ceux-ci. 
Toutefois, les résultats obtenus présentaient une déviation standard importante qu’il faudrait 
réduire en reproduisant une quatrième fois les expériences. En effet, il est envisageable que 
la variation observée provienne simplement d’une variabilité biologique importante ou d’un 
manque de répétabilité lorsque les bactéries sont cultivées en milieu liquide.  
 
Les signaux biologiques qui ont été étudiés, au cours de cette thèse, sont essentiels à la 
mise en place et à la régulation de la symbiose. Nous avons avancé dans la compréhension 
de leurs rôles en déterminant leur nature, en les caractérisant et en établissant leur relation 
structure/activité. Cependant, de nombreuses recherches sont nécessaires pour avoir des 
notions plus claires quant à leur mode de fonctionnement. De nombreux autres signaux 
encore méconnus interviennent dans le dialogue moléculaire de la symbiose, en particulier 
pour la régulation de celle-ci. Lorsque toutes ces voies de signalisation seront déterminées, il 
sera possible d’avoir une représentation globale et complète du phénomène de symbiose 
dans sa totalité.  
La nécessité de déterminer la structure de ces molécules d’intérêt à basse concentration 
permet d’autre part de faire évoluer les aspects techniques de la caractérisation structurale 
et de la purification. Lors de ces travaux, nous avons rencontré de nombreuses difficultés 
dans ces domaines. Cependant la caractérisation structurale de composés biologiques est 
de mieux en mieux appréhendée. Néanmoins, lors de l’analyse RMN de l’unité répétitive des 
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EPS de Rhizobium sullae, nous avons pu constater que le manque de données dans la 
littérature était un réel handicap. Nous avons aussi été ralentis dans les étapes de 
purification du signal régulant l’infection par la voie de la cascade AMPc. En effet, la 
purification de molécules minoritaires dans un mélange complexe est délicate. De plus, la 
molécule étudiée étant repérée par une activité enzymatique, nous avons souvent fait face à 
des échecs au cours de sa purification, puisque la conservation de la molécule dans sa 
forme active n’était pas toujours assurée. Ici, le défi majeur est de détecter ce signal tout au 
long des étapes de purification, ce que nous n’avons pas toujours réussi à accomplir. 
 
Au-delà des évolutions techniques que pourraient apporter l’analyse des molécules signales 
intervenant dans cette symbiose fixatrice d’azote, la connaissance précise des mécanismes 
de fonctionnement de celle-ci pourrait faire avancer considérablement les domaines 
agronomiques et écologiques. Cette symbiose est une réelle alternative à l’ajout d’engrais 
chimiques dans les champs. Mais pour tirer un maximum de bénéfice de ce phénomène 
naturel, il faut revoir les méthodes agricoles utilisées à l’heure actuelle et se tourner vers 
celles du passé. L’agriculture intensive ne permet pas la mise au repos des sols de culture, 
ni la restitution et le renouvellement naturel des nutriments. La méthode de mise au repos 
des sols par jachère, permettait la colonisation des sols par les plantes légumineuses (dites 
pionnières dans ce cas). Celles-ci mobilisent les bactéries fixatrices d’azote. La mise en 
place de la symbiose nécessite que la plante développe ses racines plus profondément dans 
le sol pour atteindre les bactéries et optimise la probabilité de rencontre. Ceci a pour 
conséquence de structurer le sol. Lorsque la plante pionnière meurt, elle restitue dans le sol 
tout l’azote combiné emmagasiné. Ces effets fastes sont opposés à ceux induits par la 
culture dépendante des engrais qui appauvrit et déstructure les sols. Cette technique utilisée 
par les anciens serait aujourd’hui qualifiée de durable. De plus, limiter l’ajout d’engrais 
azotés réduirait leur production et par conséquent la pollution provoquée.  
 
Ce mode d’agriculture est certes durable, mais moins productif que l’agriculture intensive. Or 
la population humaine mondiale ne cesse de croître, ce qui entraine un besoin en nourriture 
croissant. De ce fait, il est impensable de réduire les quantités de nourriture produite, bien 
qu’il soit indécent de continuer à détruire notre planète et d’envisager de cultiver des zones 
encore sauvages et préservées. Dans un cas de figure aussi complexe, des décisions, 
mêmes risquées peuvent être prises. Par exemple, en choisissant de modifier les plantes 
génétiquement. Cette solution très peu soutenue pourrait être mise en place pour rendre le 




























Extraction et caractérisation structurale du signal de régulation de 
l’infection :  
 
Extraction du signal dans les feuilles et tiges de Medicago sativa :  
L’extraction a lieu toujours de la même façon quelque soit la solution d’extraction utilisée 
(eau ultra-pure, solutions tamponnées, solution d’octyl-glucopyranoside). 
Des tubes de 2 mL contiennent 3 billes de verre et environ 200 mg de feuilles et tiges issues 
de récolte de pot de Medicago sativa cultivé sous serre. Ils sont immédiatement congelés et 
conservés à -80°c après chaque récolte. Afin d’en extraire le signal, une quantité de tubes 
(définie pour chaque extraction) est plongée dans de l’azote liquide. Le matériel biologique 
ainsi congelé est très friable. Les tubes sont ensuite placés dans un broyeur automatique 
(vibro-broyeur Retsch MM400) et celui-ci agite les tubes à une fréquence de 30 Hz pendant 
30 s. L’opération est effectuée 2 fois, en retournant les tubes dans le broyeur. Les feuilles et 
tiges finissent donc sous forme d’une poudre qui sera traitée comme une décoction. Pour 
cela, on ajoute la solution d’extraction voulue, et on agite au vortex le mélange (à 
température ambiante, 30 s). Une centrifugation (4°C, 10000 g, 10 min) permet de séparer le 
surnageant des feuilles broyées. Le surnageant est filtré sur filtre en nylon à 0,22 µm. 
L’extrait ainsi préparé peut être directement utilisé pour les étapes de purifications.  
 
Composition des solutions d’extraction utilisées :  
 Eau pure :  
Extraction avec différents volumes d’eau par tube de 200 mg de feuilles et tiges (500 µL, 1 
mL, 1,5 mL) pour obtenir des extraits plus ou moins concentrés selon le mode de traitement 
qui suivra. 
Solution tamponée au tampon TRIS :  
Les extraits sont préparés avec 1 mL de solution d’extraction par tubes de 200 mg de feuilles 
et tiges. Solution TRIS 50 mM, pH=7,0.  
Solution tamponée au tampon phosphate :  
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Les extraits sont préparés avec 1 mL de solution d’extraction par tubes de 200 mg de 
feuilles et tiges. Solution phosphate 50 mM, pH=7,0. 
Solution d’octyl-glucopyranoside :  
Les extraits sont préparés avec 1 mL de solution d’extraction par tubes de 200 mg de feuilles 
et tiges. Solution d’octyl-glucopyranoside à 40 mM.  
Solution de Tween20 :  
Les extraits sont préparés avec 1 mL de solution d’extraction par tubes de 200 mg de feuilles 
et tiges. Solution de Tween20 à 0,1%.  
 
Test d’activité béta-galactosidase de Sinorhizobium meliloti 1021, mutées par 
pGD2178, induites par des extraits de Medicago sativa :  
 
N.B. : Tous les extraits produits et traités au long de cette détermination structurale du signal 
subiront ce test d’activité.  
 
Induction des Sm 1021 pGD2178 :  
Le milieu Vincent Minimum  utilisé pour la culture des bactéries est préparé selon le mode 
décrit dans le tableau ci-dessous. 
Composition Quantité Rôle ; Mode d’utilisation 











Source de Potassium et de Phosphate 
Source de Magnésium et de Sulfate 
Source de Sodium et de Chlorure 
Source de Carbone 
Source de protéines et de vitamines 
Le pH est ajusté à 6,8 avec HCl à 0,1 mol/L 
            Milieu Vincent minimum (pour 1L) 
- CaCl2 à 294,1 g/L 
- KH2PO4 à 136,1 g/L 
- citrate de Fe(II) à 6,7 g/L 
- MgSO4,7H2O à 123,3 g/L 
- Milieu YEM 







Toutes ces solutions sont préalablement 
stérilisées et leur mélange est effectué 
sous une hotte à flux laminaire. 
- Succinate de sodium à 200 g/L 
- Biotine à 0,5 g/L 




Ces solutions sont ajoutées au dernier 




Une préculture de Sm 1021 pGD2178 est préparée dans un milieu Vincent minimum dopé 
en tétracycline à 1 mg/L de concentration finale, et agitée à 28°C pendant environ 16h. La 
culture utilisée pour l’induction est préparée en diluant la préculture dans du milieu Vincent 
minimum - tétracycline afin d’atteindre une densité optique (DO) à 600 nm égale à 0,1. Pour 
chaque 900µL de cette culture, 100µL d’extraits diversement traités sont ajoutés. Il y aura 
autant de cultures que de type d’extrait pour lesquels le test d’activité est nécessaire. Ces 
cultures sont agitées à 28°C, pendant environ 16h. 
  Test d’activité béta-galactosidase :  
Les Sinorhizobia ont été mutées de façon à produire l’enzyme béta-galactosidase lorsque le 
gène 2178 est exprimé. De manière générale, les rhizobia ne produisent pas elles-mêmes 
de béta-galactosidase. Ce gène 2178 est celui qui provoque l’arrêt du développement des 
bactéries dans le nodule et qui est induit par la présence du signal. Si le gène 2178 est 
exprimé (donc que la bactérie a été mise en présence du signal), alors le gène 
correspondant à la béta-galactosidase l’est aussi, et la béta-galactosidase est produite. En 
présentant de l’ONPG (Ortho-Nitrophényl-Béta-Galactoside) la béta-galactosidase va 
produire par réaction enzymatique un composé jaune qui absorbe à 420 nm.  
Une solution de tampon Z est préparée. Ce tampon contient 60 mM de Na2HPO4, 40 mM de 
NaH2PO4, 10 mM de KCl, 1 mM de MgSO4 et 50 mM de béta-mercapto-éthanol. 
Pour chaque culture induite, la DO à 600 nm est mesurée et notée. 100µL de chaque culture 
(correspondant à chaque extrait dont on veut déterminer la présence ou non du signal) sont 
transvasés dans un tube de 1,5mL. Pour chaque tubes, 50 µL d’une solution SDS 0,1% dans 
du tampon Z sont ajoutés. Puis 100µL de chloroforme sont ajoutés, ce qui a pour fonction de 
faire éclater les bactéries et de libérer les béta-galactosidases éventuellement produites. 
750µL de tampon Z sont ensuite ajoutés.  
Le mélange est vortexé et placé à 28°C dans un bain sec. Au bout de 5min environ, l’ajout 
de 150µL d’ONPG à 4 mg/mL est effectué, le tube est vortexé et immédiatement replacé 
dans le bain. Pour chaque tube le temps de séjour dans le bain en présence d’ONPG est 
chronométré. Une fois le mélange devenu jaune (produit de la réaction entre béta-
galactosidase et ONPG, traduisant la présence de signal dans l’extrait testé), le tube est 
retiré du bain, le temps de séjour est noté. 350 µL d’une solution de Na2CO3 à 1 M sont 
ajoutés, le tube est vortexé et placé dans un bain de glace. L’ajout de Na2CO3 et la chute de 
température permettent de stopper la réaction enzymatique. Tous les tubes correspondants 
aux différents extraits testés sont centrifugés durant 10 min à 4°C, à 10000 g. La phase 
aqueuse est prélevée et placée dans une cuve spectrophotométrique. L’absorbance à 420 
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nm est mesurée correspondant à la quantité d’ONPG qui a réagit. L’absorbance à 550nm est 
également relevée de manière à minimiser la part de turbidité dans la mesure d’absorbance 
à 420 nm. 
A partir des différentes données relevées au cours de ce test, chaque extrait se verra 
attribuer une valeur en unité Miller de l’activité béta-galactosidase, traduisant donc la 
quantité de signal présent dans l’extrait. La formule suivante permet de calcule les unités 
Miller :  
 
 
Nature du signal déterminé par digestions enzymatiques :  
Digestion des acides nucléiques :  
La digestion des ADN et ARN contenus dans un extrait à l’eau de M. sativa est effectuée 
grâce à une ribonucléase et une désoxyribonucléase. L’extrait de 1,5mL est mis en présence 
de 40 µL d’une solution de ribonucléase A (d’origine bovine) à 3,5 g/L et 40 µL de 
désoxyribonucléase 1 (d’origine bovine) à 3,5 g/L, pendant 24h (22h pour la DNAse) à 4°C. 
 Digestion des sucres :  
Les liaisons glucose-α sont coupées par une glucosidase α. 
A 200 µL d’extrait à l’eau de M. sativa, ajout de 2µL de glucosidase α (issue de Bacillus 
stearothermophilus) à 0,1 U, la réaction enzymatique dure 15 min, à 37°C. 
 Digestion des protéines : 
A 1 mL d’extrait à l’eau de M. sativa, ajout de 40 µL de protéinase K (issue de Tritirachium 
album) à 3,5 g/L, 6 mg de MgSO4, 0,5 mL d’une solution de tampon TRIS à 60 mg/L, la 
réaction dure 4h, dans un bain thermostaté à 36°C. 
 Digestion des peptides :  
A 0,5 mL de d’extrait à l’eau de M. sativa, ajout de 5 µL de protéase (issue d’Aspergillus 
oryzae) à 500 U/mL, 450µL d’une solution à 12g/L de MgSO4 dans une solution de tampon 




Etapes de purification du signal :  
Afin de pouvoir isoler le signal et en caractériser sa structure, différentes étapes de 
purifications indépendantes les unes des autres ont été mises en place. Parfois celles-ci se 
succèdent, parfois elles sont utilisées seules.  
Pré-purifications :  
Précipitation des protéines selon le pH :  
L’extrait est effectué sans tampon (soit à l’eau, soit avec les compléments utilisés pour la 
SEC). Afin d’acidifier 2mL d’extrait et de faire précipiter les protéines dont le Pi est plutôt 
acide, pour atteindre pH=6, on ajoute 158µL d’une solution de  phosphate de sodium 1M, 
pH=5. On laisse la précipitation se faire dans ces conditions pendant 24h à -20°C. Une 
centrifugation permet de récupérer le surnageant qui contient le signal. Ce surnageant subit 
l’ajout de 38 µL de soude 5M, afin de rendre le milieu basique (pH=9) et de faire précipiter 
les protéines dont le Pi est basique. La précipitation est laissée 24h à -20°C. Une 
centrifugation permet de récupérer le surnageant contenant le signal. Le milieu est 
maintenant neutralisé pour pouvoir procéder à d’éventuelles étapes de purifications par la 
suite, par un ajout de 6 µL d’une solution d’acide chlorhydrique à 36%. De nouvelles 
protéines précipitent, donc le mélange est laissé 24h à -20°C. Une centrifugation permet de 
récupéré le surnageant.  
  Digestion par protéinase K d’un extrait concentré en protéines :  
Pour un extrait particulièrement concentré (500 µL d’eau par 200 mg de feuilles et tiges), une 
digestion par la protéinase K à 0,1 mg/L de concentration finale, pendant 1h à 37°C, ne 
digère pas le signal, mais augmente sa disponibilité. 
  Ultracentrifugation et sonication :  
Cette étape de pré-purification se fait pour les extraits préparés avec la solution d’extraction 
« pour la SEC », puisque par la suite ils seront déposés sur une résine S200. Afin d’éliminer 
les plus grosses protéines, l’extrait est centrifugé dans une ultracentrifugeuse 
(Ultracentrifugeuse Beckman Optima) à 100000 g, à 4°C, pendant 24h. 
Une fois centrifugé, l’extrait est soumis à 10 pulses de sonication à sonde plongeante, répété 






Ultracentrifugation dans un gradient de glycérol :  
Un gradient de glycérol est préparé dans des tubes spéciaux utilisés pour 
l’ultracentrifugation. Ce gradient commence (fond du tube) à 50 % et se termine à 10%. 
Chaque couche de 50%, 40%, 30% 20% et 10% faisant 800 µL. D’autres gradients de 
glycérol ont pu être utilisés. Au sommet de ce gradient, 500µL d’extrait de M. sativa à l’eau et 
à différentes concentrations de protéine (de 500µL d’eau à 1500µL d’eau pour 200mg de 
feuilles et tiges) ont été ajoutés. L’ultracentrifugation est faite à 45000 rpm (100000g), à 4°C, 
pendant 24h. Une fois terminée, des fractions de 500µL et de 1mL (2 tubes identiques, 
centrifugé en même temps) sont prélevées de chaque tube (du haut vers le bas) pour 
collecter des zones contenant différentes tailles de protéines. L’ultracentrifugation a été 
également effectuée sur des standards de SEC et sur des standards de PAGE, afin 
d’attribuer la gamme de taille protéiques  aux différentes fractions. Une analyse PAGE de 
chaque fraction du mélange de  standard ultracentrifugé permet de déterminer la taille des 
protéines dans la zone prélevée. 
SEC (Size Exclusion Chromatography) sur colonne TSK gel G3000SWxl :  
Cette colonne a été calibrée à l’aide de standard de SEC, elle est utilisée pour un système 
HPLC. Le montage est complété, par une pré-colonne (TSK column guard SWxl). Les 
absorbances à 206 nm et à 280 nm sont mesurées par un détecteur UV en sortie de 
colonne. L’absorbance à 280 nm est spécifique des protéines (c’est la longueur d’onde 
d’absorbance maximum du tryptophane). Les échantillons sont élués par une solution de 
NaCl à 20 mM, à un débit de 0,5 mL/min. La bouteille d’éluant est plongée dans un bain de 
glace.  500µL de différents extraits ont été injectés sur cette colonne afin de faire une 
séparation des protéines par la taille et d’estimer la taille du signal.  
  SPE sur phase silice greffée C8 :  
Afin de déterminer la balance hydrophile/hydrophobe du signal, des extraits préparés avec 
du Tween20 sont purifiés sur une phase C8 (Discovery DSC-C8, Supelco). Le volume mort 
de phase est de 1,2 mL. La colonne contenant la phase est ouverte, un système étanche de 
seringue permet d’appliquer une pression afin d’éluer. La phase neuve est d’abord lavée par 
7mL d’un mélange MeOH/CHCl3 (2:1). Puis rincée abondamment à l’eau (7mL). 500µL 
d’extrait sont déposés, élués sur la phase et récolté (en asséchant la phase, en poussant 
tout l’éluant avec de l’air).  Le dépôt est ensuite élué avec 1mL d’eau, et récolté par pression 
à l’air. Une autre élution avec 1mL d’eau est effectuée. Ensuite, la phase est éluée de la 
même façon (2 x 1mL) avec une solution de tampon TRIS 50 mM à pH=9, les deux fractions 
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sont collectées. Une nouvelle solution éluante est utilisée (Tween20 à 0,1%), 3 fractions de 
1mL sont collectées. Enfin l’élution avec 1mL de mélange MeOH/CHCl3 (2:1) permet de laver 
la phase C8, en décrochant les composés qui ont le plus d’affinité avec la phase.  
 
Analyses SDS-PAGE des extraits traités :  
Quand cela est possible les extraits et fractions récoltées sont analysés par SDS-PAGE 
(Sodium Dodecyl Sulfate - PolyAcrylamide Gel Electrophoresis).  
Pour cela, plusieurs étapes sont nécessaires pour mettre en place cette analyse. D’une part, 
la formation du gel d’acrylamide, d’autre part le dépôt et la migration des protéines par 
électrophorèse, et enfin la coloration des protéines migrées sur le gel.  
La formation du gel provient d’une polymérisation d’acrylamide et de bis-acrylamide entre 
deux plaques de verre. Les réactifs nécessaires à cette polymérisation sont répertoriés, ainsi 
que leur quantité dans le tableau suivant.  
 Composition 





Solution commerciale d’acrylamide (30%) et bis-acrylamide (0,8%) 
Tampon TRIS à 227,1 g/L, ajusté à pH 8,8 (à utiliser fraîchement préparé) 
Tampon TRIS à 76,9 g/L, ajusté à pH 6,8 (à utiliser fraîchement préparé) 





TRIS à 25 mM + Glycine à 192 mM + SDS 0,1% 
 
TRIS à 62,5 mM + Glycérol 5% + SDS 1% + Béta-mercapto-éthanol 150 mM 
Bleu de bromophénol 0,1% 
Gels  
Résolution (15%)  




Pour 2 mL (2cm en haut pour 2 
gels 10x10) 
5 mL Acrylamide A + 50µL SDS D + 2,5 mL TRIS B + 3,4 mL H2O 
Au dernier moment : 50 µL persulfate d’ammonium 10% + 8 µL TEMED 
La polymérisation se fait en 2h environ 
320 µL Acrylamide A + 500 µL TRIS C + 10 µL SDS D + 1160 µL H2O  
Au dernier moment : 8 µL persulfate d’ammonium 10% + 4 µL TEMED 
La polymérisation se fait en 30 min environ 
 
Les échantillons concentrés sont dilués dans le tampon de chargement. Pour 10 µL 
d’échantillon, on ajoute 10 µL de tampon de chargement. Le mélange est ensuite placé à 
80°C pendant 5 min de façon à dénaturer les protéines. 10 µL du mélange sont déposés 
dans les puits du gel. Un des puits est réservé au mélange de standard de protéines pour 




L’étape de migration par électrophorèse est effectuée dans le tampon de migration, sous un 
champ de 120V et 30mA, pendant 1h ou plus, selon l’avancée de la migration du bleu de 
bromophénol présent dans le tampon de chargement.  
Une fois la migration terminée, le gel est coloré par une solution commerciale de bleu de 
coomassie colloïdal (InstantBlue, Gentaur). Suite à la coloration, le gel est rincé 3 fois 1h à 





Extraction et caractérisation structurale des EPS :  
Analyse de la production des EPS, par coloration au calcofluor :  
Ces analyses ont été mises en œuvre au laboratoire LIPM de l’INRA par Amandine 
Gastebois. 
Les souches sont mises en préculture dans un milieu Vincent minimum et agitées à 28°C 
pendant une nuit. Les précultures sont diluées à DO600nm=0,1 dans un milieu Vincent 
minimum et placées sous agitation à 28°C pendant 5 à 6 heures, afin de synchroniser toutes 
les souches. Les souches sont à nouveau diluées à DO600nm=0,1 dans du milieu Vincent 
minimum. Un spot de 10µL de cette culture est déposé sur une boîte. Ceci permet d’avoir un 
nombre similaire de bactérie dans chaque spot. Des boîtes de pétri de milieu L gélosé (5g/L 
Yeast Extract, 10g/L tryptone, 10g/l NaCl, 15g/L Agar Agar) supplémenté à 0,02% de 
Calcofluor White (Sigma) ont été préalablement préparées. Les boîtes sont placées à 28°C. 
La fluorescence est suivie, en plaçant la boîte sous une lampe UV à 254nm. 
 
Détermination de la viscosité relative des EPS des 2 souches de R. sullae :  
Cette étude a été effectuée à Constantine (Algérie) par Razika Gharzouli. 
Les solutions d’EPS sont préparées à une concentration de 0,1g/L et incubées à 25°C sous 
une faible agitation (20 rpm), pendant une nuit. Les solutions sont analysées à 25°C avec un 
viscosimètre (Scott GERÄTE AVS 310) doté d’une colonne de type 5520/II, le temps 
d’écoulement est déterminé à l’aide des cellules de détection. La viscosité est calculée en 
appliquant l’équation suivante :  
 
ηrel : viscosité relative 
η : viscosité de la solution 
η0 : viscosité du solvant (eau) 
ρ : masse volumique de la solution d’EPS 
ρ0: masse volumique l’eau à 25°C 
t : temps d’écoulement des EPS (s) 




Analyse des masses molaires des EPS LMW des 2 souches de R. sullae, par 
chromatographie d’exclusion stérique (SEC) :  
Les LMW EPS ont été dissouts dans de l’eau ultrapure à une concentration de 5g/L et ont 
été filtrés à travers une membrane de 0,22μm. Les EPS contenus dans ces solutions ont été 
séparés sur une colonne chromatographique d’exclusion stérique TSK-Gel G2000SWxl 
(7,8mm de diamètre et 30cm de longueur) qui permet de séparer des protéines globulaires 
de masses molaires comprises entre 5 et 150 kDa. La détection a été effectuée avec un 
détecteur de diffusion de lumière évaporatif (ELS-Waters 2420). Pour chaque échantillon, 
20μL ont été injectés et élués par une solution d’acétate d’ammonium à 20mM, avec un débit 
de 0,8mL/min, sur un temps d’analyse de 30min. La pression du détecteur était de 20psi et 
sa température d’évaporation à 100°C. 
 
Détermination de la résistance des 2 souches de R. sullae à la dessiccation : 
Ces expériences ont été mise en œuvre à Constantine (Algérie) par Razika Gharzouli.  
Les différentes souches ont été cultivées un milieu YM (10g/L de mannitol, 0,5 g/L de 
KH2PO4, 0,2g/L de MgSO4·7H2O, 0,1g/L de NaCl, 0,5g/L de yeast extract) gélosé (15g/L 
d’agar agar) où le mannitol est remplacé par la source de carbone respective. Les colonies 
muqueuses ont été raclées et déposées sur un papier filtre stérile (filtre Millipore de 65µm de 
pore et de 47mm de diamètre). Le poids des cellules muqueuses raclés est de 0,1g pour 
toutes les souches et sources de carbone. Les colonies sont séchées sur la surface du filtre, 
sous une hotte à flux laminaire à environ 35°C et à coté d’une flamme.  
Une fois le séchage complet, les colonies adhèrent bien à la surface du filtre. Le temps 
nécessaire pour le séchage varie d’une souche et source de carbone à l’autre (de 25 à 50 
min). Le filtre est découpé, et la partie qui contient les cellules séchées est ensemencée 
dans 150mL de milieu YM modifié par la source de carbone étudiée. Les cultures sont 
incubées à 28°C et agitées, la croissance des bactéries est suivie au cours du temps par la 
mesure de la DO600nm.  
Afin de tester la viabilité des souches, juste après la période de dessiccation, 1mL de culture 
est prélevé et dilué au dixième dans un milieu YM avec les sources de carbone respectives. 
Un volume de 20μL de cette nouvelle culture liquide est étalé sur des boite de pétri 
contenant le milieu YM gélosé avec les sources de carbone respectives. Les boites sont 
incubées à 28°C pendant 20h. Après incubation, les colonies sont dénombrées.  
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Détermination de l’efficacité de nodulation des 2 souches de R. sullae :  
Ces expériences ont été réalisées à Constantine (Algérie), par Razika Gharzouli, en fin 
d’automne ou en début de printemps.  
Après germination, les graines ayant donné des racines droites de 1 à 2 cm de longueur, 
sont plantées dans le mélange sable-vermiculite à 2 cm de profondeur. Chaque graine est 
inoculée avec 2 mL d’une culture en milieu YM avec la souche et la source de carbone 
étudiée, en phase exponentielle de croissance (DO600nm=1) cultivée à 28°C. 
Les jarres sont couvertes de papier aluminium pendant 24 h suivant l’inoculation et placées 
dans une chambre de croissance à température variable (entre 16 et 21°C le jour et entre 8 
et 17°C la nuit) et luminosité contrôlée (16h par jour), pendant 10 semaines. Les racines sont 
protégées de la lumière par un film plastique noir. Les jarres sont irriguées de manière à 
avoir un niveau constant de solution nutritive et éviter la sècheresse du mélange sable-
vermiculite.  
 
Précipitation des EPS contenus dans le surnageant de culture :  
Les cultures bactériennes sont prolongées environ 16h au-delà de la phase stationnaire, 
quelles que soient les bactéries cultivées (Rhizobium sullae dans différents milieux à source 
de carbone variées, ou Sinorhizobium meliloti 1021 et ses mutants). Une centrifugation est 
mise en œuvre durant 20 min à 4°C à 10000 g, pour séparer le culot bactérien du 
surnageant. 
Si nécessaire, chaque surnageant bactérien est concentré par lyophilisation jusqu’à obtenir 
une solution visqueuse mais non trouble.  
Dans un premier temps, 3 volumes d’éthanol par rapport au volume du surnageant sont 
ajoutés et un précipité blanc se forme. Ce précipité est principalement constitué d’EPS de 
forte masse molaire (HMW). Le mélange ainsi traité est centrifugé à 3000 g pendant 20 min 
à 15°C. Le surnageant est conservé, le précipité culoté est repris dans de l’eau ultrapure.  
Dans un second temps, le surnageant de la précipitation à 3 volumes d’éthanol est 
concentré à l’évaporateur rotatif, de manière à évaporer l’éthanol, et à concentrer la solution. 
Puis, un ajout de 10 volumes d’éthanol entraine la formation d’un précipité blanc, qui est 
constitué principalement d’EPS de faible masse molaire (LMW). Une centrifugation à 3000 g, 
pendant 20 min, à 15 °C permet d’isoler le précipité du surnageant. Le précipité est repris 
dans l’eau ultrapure. 
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Une digestion à la protéinase K (issue de Tritirachium album) est effectuée, en ajoutant 
400µL d’une solution de protéinase K à 3,5 g/L, pour 15 mL de solution contenant les EPS. 
Pour que la réaction enzymatique soit efficace, le mélange est placé dans un bain marie à 
36°C, pendant 4h. Une fois la digestion terminée (dans ce cas, l’auto digestion de la 
protéinase K est atteinte), le mélange réactionnel est placé dans un boudin de dialyse de 
cut-off 1000 Da. La dialyse se fait à 1 contre 10, pendant 8 à 12h, dans 3 bains successifs 
d’eau ultrapure.  
Les solutions d’EPS ainsi purifiées sont lyophilisées, puis placées dans un dessiccateur 
pendant environ 4 jours. 
Afin d’estimer le rendement de production de chaque culture bactérienne, les résidus secs 
des EPS de forte et de faible masse molaire sont pesés. 
 
Analyse de la composition monosaccharidique par GC-MS :  
Hydrolyse des polysaccharides par TFA 10% :  
La solution de polysaccharide sera mise en présence de 10% de TFA (concentration finale), 
dans un pilulier en verre, placé dans un bain sec à 110°c pendant 2h. Puis la solution 
(contenant maintenant un mélange de monosaccharides) sera séchée sous flux de diazote, 
dans un bain sec à 40°C. L’acide résiduel sera éliminé par au moins 3 ajouts et évaporations 
successifs d’isopropanol.  
Des solutions à 0,1 mg/mL de sucre standard sont traitées de la même façon. Les sucres 
standards étudiés sont le glucose, le galactose, le mannose, le fucose, le rhamnose, le 
xylose, l’acide glucuronique et l’acide galacturonique. 
 
Silylation des sucres :  
Afin de pouvoir procéder à l’analyse GC-MS des monosaccharides formés, il est nécessaire 
de les dériver. Pour cela nous avons choisi la silylation qui est simple de mise en œuvre. En 
effet, chaque résidu sec de mélange de monosaccharides issus des EPS, placé dans les 
piluliers en verre, sera mis en présence de 20µL de pyridine anhydre et de 100µl d’une 
solution commerciale de mélange TMCS, HMDS (trimethylchlorosilane et 1,1,3,3,3-
hexamethyldisilazane, Sigma), et placé dans un bain sec à 70°c, pendant 30 min. Puis le 
mélange réactionnel sera séché sous flux de diazote dans un bain sec à 40°C.  
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Analyse GC-MS des sucres dérivés :  
Les monosaccharides dérivés sont mis en solution dans l’hexane, 0,1 µL de cette solution 
est directement injectée dans l’injecteur splitless ‘‘on-column’’ du chromatographe. Le 
système GC-MS est constitué d’un GC 6890N, à l’interface avec un spectromètre de masse 
de type 5973 MSD, et d’une colonne capillaire HP5MS (25 m de long, 0,25 mm de diamètre 
externe et 0,25 µm de diamètre interne). Le gradient de température utilisé pour le four est le 
suivant : de 70°C à 300°C en 57 min. Le domaine de masse étudié est compris entre m/z 50 
uma et m/z 650 uma. L’hélium est le gaz vecteur à un débit de 1 mL/min.  
Les sucres standards silylés sont injectés en premier pour connaître les temps de rétention 
et facteurs de réponse des monosaccharides communément rencontrés dans les 
polysaccharides bactériens. Puis les EPS hydrolysés et triméthylsilylés sont analysés. 
 
Analyse de la diversité de population et de l’enchaînement saccharidique des 
EPS de LMW par ESI-MS :  
Les EPS de LMW sont mis en solution à 2 mg/mL dans un mélange eau/méthanol (1:1) avec 
0,1% d’ammoniaque. La solution est injectée à un débit de 10 µL/min dans le spectromètre 
de masse de système Qq-TOF (Ultima, Waters). Celui-ci est utilisé en mode négatif, dans 
les conditions suivantes : tension du capillaire à 3 kV, tension du cône à 50 V, Rf Lens à 25 
V et collision à 25 V. Le domaine de masse d’analyse s’étend de m/z 500 à 1500 uma, un 
scan est enregistré toutes les secondes, le temps entre deux scans est de 0,1s. Les vagues 
de transmissions sont effectuées à 500uma et 1000uma. 
Les spectres MS/MS des ions importants sont également enregistrés dans des conditions 
d’ionisation similaires, en augmentant la tension du cône. 
 
Analyse de la structure exacte de certains EPS par RMN :  
Le spectromètre utilisé pour ces analyses est le Brüker AMX500. Les échantillons sont  
dissouts dans du D2O (100%). Les spectres sont enregistrés à 303 K, à 500 MHz (
1H) et 
125,75 MHz (13C). Les analyses effectuées sont : 1H, séquence zgpr avec présaturation de 
l’eau, 512 scans accumulés ; 13C, séquence zgpg30 ; COSY-R3, séquence cosygpmfph ; 
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Résumé :  
Sur les sols pauvres en nutriments, les plantes de la famille des légumineuses (soja, luzerne, 
trèfle, haricot, etc.) peuvent survivre grâce à la symbiose fixatrice d’azote, qu’elles 
établissent avec des bactéries de la famille des Rhizobiaceae. Un dialogue moléculaire 
contrôle la mise en place de cette symbiose. En plus des processus permettant l’infection de 
la plante par son symbiote, il existe différentes voies de régulation négative, dont le contrôle 
de la prolifération bactérienne. Lors de cette thèse, nous avons caractérisé un signal issu de 
la plante Medicago sativa (hôte de Sinorhizobium meliloti) qui permet de contenir cette 
infection. Plus précisément, nous avons déterminé qu’il s’agissait d’une protéine, sensible à 
la température, très minoritaire dans un extrait aqueux de feuilles. Sa masse moléculaire est 
comprise entre 20 et 95 kDa, et son Pi est supérieur à 9. Ces caractéristiques permettront de 
déterminer sa structure après plusieurs étapes de purification. Nous avons également étudié 
l’effet secondaire de ce signal inducteur génique sur la production et la structure des 
exopolysaccharides (EPS) de S. meliloti. Nous avons constaté que la production d’EPS 
augmentait lorsque le signal était perçu par la bactérie, sans modification significative de leur 
structure. Toutefois, les EPS sont des composés connus pour être impliqués dans la mise en 
place de la symbiose. Si leur rôle symbiotique est bien connu, leur relation structure/activité 
reste floue. Nous avons donc étudié ces relations à partir des EPS produits par Rhizobium 
sullae, qui interagit symbiotiquement avec la légumineuse Hedysarum coronarium (sainfoin). 
Ce couple symbiotique a été choisi, car il présente un fort intérêt agronomique. En effet, le 
sainfoin colonise les zones arides et semi-désertiques du pourtour méditerranéen. Nous 
avons effectué la caractérisation structurale complète (GC-MS, ESI-MS, MS/MS, RMN 1D et 
2D) de l’unité répétitive des EPS de R. sullae, ce qui a permis de constater qu’ils étaient 
composés d’environ 30% de fucose. Ce monosaccharide est très rarement présent dans les 
EPS de bactéries fixatrices d’azote. Dans le cadre de l’étude des relations structure/activité, 
nous avons déterminé qu’un tel taux de fucose améliore la mise en place de la symbiose. 
Nous avons également étudié le rôle des EPS de R. sullae dans la résistance à la 
sècheresse. Nous avons ainsi observé que les EPS de forte masse molaire (particulièrement 
visqueux) augmentent la résistance à la sècheresse, mais que la présence de fucose n’avait 
que peu d’influence.  
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Abstract :  
In fields, when the ground is starved in nitrate and ammonium, a plant family is still able to 
grow, and are known as leguminous. For this performance, the plant enters in symbiosis with 
a family of bacteria, the Rhizobiaceae, and establishes this way the nitrogen fixing symbiosis. 
A molecular dialogue controls the implementation of this symbiosis. Many processes occur 
allowing the infection of the roots by the symbiont. Other pathways also exist that repressing 
this infection, particularly the bacterial proliferation. In this work, we characterized a signal 
produced by the plant Medicago sativa (host of Sinorhizobium meliloti) which is involved in 
such negative regulation. More precisely, we determined that this molecule is a protein, 
sensitive to temperature, at low concentration in an aqueous extract of shoots. Its molecular 
weight is between 20 and 95 kDa, and its Pi is higher than 9. The so determined 
characteristics will allow elucidating its structure after several purification steps. We have 
also studied a secondary effect of this signal perception, on the production and the structure 
of the S. meliloti’s exopolysaccharides (EPS). We observed an increased production of them, 
when the bacteria perceive the signal, even if no significant modifications of their structure 
could be detected. Actually, EPSs are known to be involved in the establishment of the 
symbiosis. If their symbiotic role is well documented, it is not the case for their 
structure/activity relationship. For this purpose, we studied such relationships on the EPSs 
produced by Rhizobium sullae, the wild type symbiont of Hedysarum coronarium 
(sweetvetch). This symbiotic pair has been chosen, because it is of ecological relevance. 
Actually, the sweetvetch colonize arid and semi-desert areas around the Mediterranean Sea. 
We conducted a complete structural characterization (GC-MS, ESI-MS, MS/MS, 1D and 2D 
NMR) of the R. sullae’s EPSs repeating unit. We determined that they are composed in 
mean of 30% of fucose. This monosaccharide is very uncommon in the bacterial and 
rhizobial EPS. Moreover, we demonstrated that this fucose ratio improves the symbiosis 
implementation. We also studied the role of these EPSs in the bacterial resistance to 
drought. This way, we observed that the high molecular weight EPSs (very viscous) increase 
the resistance to drought, where the fucose content does not play a significant role. 
Key words :  
Nitrogen fixing symbiosis, EPS, mass spectrometry, NMR, Sinorhizobium meliloti, Rhizobium 
sullae 
